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1 Einleitung 
1.1 Die Endosymbiontentheorie 
 
Schon 1883 postulierte Schimper aufgrund von morphologischen Ähnlichkeiten, daß 
Plastiden von frei lebenden Bakterien abstammen und nicht de novo entstehen können. Nach-
dem solche Beobachtungen auch an Mitochondrien gemacht wurden, formulierten Altmann 
(1890) und später Mereschowsky (1905) die Endosymbiontenhypothese, nach der die DNA-
haltigen Zellorganellen, Plastiden und Mitochondrien, auf in Zellen eingewanderte Bakterien 
zurückgehen. 
Heute zweifelt kaum noch jemand an der inzwischen zur Theorie aufgestiegenen Endosym-
biontenhypothese (Gray 1989, Sitte & Eschbach 1992, Herrmann 1997). Schon die Morpho-
logie mit den Doppelmembranen und die Tatsache, daß die Organellen nur aus ihresgleichen 
hervorgehen und nicht von der Zelle selbst synthetisiert werden können (Sitte & Eschbach 
1992), sprach früh für die Richtigkeit der Hypothese. Interesse an und Akzeptanz für die 
Endosymbiontenhypothese vergrößerten sich durch die Entdeckung der organelleigenen 
DNA, die wie bei Bakterien doppelsträngig und ringförmig vorliegt (Manning et al. 1971, 
Kolodner & Tewari 1975-a). Auch das Vorkommen von eigenen Transkriptions- und Trans-
lationsapparaten mit 70S-Ribosomen ist ein überzeugender Hinweis (Gray 1989). Als sich bei 
Sequenzvergleichen (Schwartz & Dayhoff 1978, Graf et al. 1980, Edwards & Kössel 1981, 
Koch et al. 1981) schließlich zeigte, daß Plastiden von photosynthetischen Cyanobakterien 
(Giovannoni et al. 1988, Delwiche et al. 1995) und Mitochondrien von aeroben Purpur-
bakterien (Yang et al. 1985) abstammen, waren letzte Zweifel beseitigt. Man ist sich 
inzwischen darüber einig, daß Plastiden monophyletischen Ursprungs sind, wobei man es bei 
manchen Algenlinien mit sekundären oder sogar tertiären Endosymbionten zu tun hat 
(Herrmann 1997, Palmer 1990, Simpson & Stern 2002). Über die Vorläufer der Wirtszellen 
wird noch diskutiert, es handelte sich aber wahrscheinlich um Archaebakterien (Cavalier-
Smith & Chao 1996). Eubakterien, die Eocyten aufgenommen haben, aus denen später der 
Zellkern entstand, wären aber auch eine glaubwürdige Möglichkeit (zusammengefaßt von 
Lake & Rivera 1994). Auch die Frage, warum es zur Symbiose von Eukaryotenvorläufern mit 
Bakterien kam, wird noch heiß diskutiert. Zuletzt legten Martin & Müller 1998 mit ihrer 




1.2 Vom Cyanobakterium zur Plastide 
 
Im Verlauf der Anpassung an das Leben als Endosymbiont haben sich die Cyanobakterien, 
die die Vorläufer der Plastiden bildeten, massiv verändert. Am auffälligsten ist dabei, 
abgesehen von der Morphologie, die drastische Reduktion der Genomkapazität: Von durch-
schnittlich ca. 3.500 Genen bei frei lebenden Cyanobakterien sind nur noch um die 110 (200 – 
300 bei manchen Algen) erhalten geblieben (Martin & Herrmann 1998, Martin et al. 1998, 
Simpson & Stern 2002). Dabei ist zu beachten, daß lediglich 10 – 20 % (möglicherweise noch 
weniger) der in Plastiden benötigten Proteine auch dort hergestellt werden. Ein großer Teil 
der genetischen Information der Cyanobakterien wurde in das Kerngenom transferiert 
(mehrere tausend Gene). Ein Vergleich des Genoms von Synechocystis mit dem inzwischen 
komplett sequenzierten Kerngenom von Arabidopsis bestätigte dies (Arabidopsis Genome 
Initiative 2000). Zusätzlich hat man 44 Kerngene plastidären Ursprungs identifizieren können, 
Gene also, die in Plastiden einiger Spezies noch im Plastom, bei höheren Pflanzen jedoch im 
Kerngenom zu finden sind (Martin et al. 1998).  
 
Nicht nur Proteine werden in die Organellen transportiert: Offenbar werden in Mitochondrien 
auch kernkodierte tRNAs importiert (Marechal-Drouard et al. 1988), und auch bei Plastiden 
kann angenommen werden, daß dies zumindest bei nichtphotosynthetischen Parasiten mit 
drastisch reduziertem Plastom (wie z.B. Epifagus virginiana, Wolfe et al.1992) der Fall sein 
könnte. Ebenso ist denkbar, daß die für RNA-Edierung möglicherweise benötigte „guide“-
RNA auf diesem Weg in die Plastiden gelangen könnte (Maier et al. 1996). Das bewirkt eine 
Kontrolle der Wirtszelle über die Genexpression in Plastiden, die es ermöglicht, den 
Plastidentypus an den Bedarf der zellulären Umgebung anzupassen. Man hat es also mit 
einem integrierten genetischen System zu tun, dessen regulatorische Dominanz der Zellkern 
inne hat. Es wäre daher falsch, von semiautonomen Organellen zu sprechen (Herrmann 1997). 
Nicht alle cyanobakteriellen Gene wurden im Lauf der Evolution jedoch behalten. Einige 
Eigenschaften, die für das Leben freilebender Zellen nötig sind, sind für den Endosymbionten 
nutzlos geworden, so z.B. die Komponenten einer Zellwand oder eines Bewegungsapparates. 
Andere, wie z.B. Gene für Enzyme für Grundstoffwechselwege, waren redundant und 
konnten z.B. durch die mitochondrialen Homologe ersetzt werden (Martin & Schnarrenberger 
1997). Ebenso wurden Enzyme eubakterieller Herkunft für den Stoffwechsel der Wirtszelle 
genutzt. 
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Abgesehen von den hier beschriebenen Eigenschaften, die im Laufe der Plastidenevolution 
verloren wurden, gibt es Beispiele, die - gegen diesen Trend - bei Cyanobakterien bisher nicht 
gefunden wurden und daher wahrscheinlich im Lauf der Evolution neu hinzu gekommen sind 
(siehe Kapitel 1.4). Dabei ist zu beachten, daß Plastiden je nach Gewebe in unterschiedlichen 
Differenzierungen vorliegen und dort jeweils unterschiedliche Funktionen zu erfüllen haben 
(Thomson & Whatley 1980). Das Ausdifferenzieren des jeweiligen Plastidentyps bedarf der 
an die pflanzliche Zellentwicklung angepaßten Steuerung, wobei die Plastidendifferenzierung 
potentiell reversibel ist (Gruissem & Tonkyn 1993). 
 
1.3 Das Plastidengenom 
 
Wie in den prokaryotischen Vorfahren der Plastiden sind viele ihrer Transkripte poly-
zistronisch, werden aber im Gegensatz zu den Prokaryoten posttranskriptionell in mono- und 
oligozistronische Untereinheiten prozessiert (Barkan 1988, Barkan 1989), wofür man 
inzwischen eine Reihe kernkodierter Faktoren kennt (Barkan & Goldschmidt-Clermont 2000). 
Wie bei Prokaryoten ist das Plastidengenom zirkulär. Es wird unabhängig von der Replikation 
des Kerngenoms repliziert (Heinhorst et al. 1985). Die Verdopplung plastidärer Chromo-
somen erfolgt wahrscheinlich nach zwei verschiedenen Mechanismen: Elektronenmikro-
skopische Aufnahmen von replizierenden Plastidenchromosomen bei Mais und Erbse zeigen 
den Beginn der Replikation an zwei auf verschiedenen DNA-Strängen, ca. 7 kB voneinander 
entfernt liegenden Initiationspunkten (oriA/B) unter Ausbildung sogenannter „displacement-
loops“ (D-loops). Nach Ankunft am jeweils gegenüberliegenden Initiationspunkt beginnt die 
Synthese des komplementären Stranges, und die Replikationsgabeln wandern bidirektional 
(entsprechend dem „Cairns-Typ“) auseinander, bis sie aufeinander treffen (Kolodner & 
Tewari 1975-b). Bei Plastiden wurde auch der „rolling circle“-Mechanismus beschrieben 
(Kolodner & Tewari 1975-b), wobei das Vorhandensein von mehr als einem Replikationsstart 
(ori) und im Fall von zwei ori-Kopien der Abstand zwischen ihnen darüber entscheidet, 
welcher Mechanismus bevorzugt angewandt wird. Da sich die Beobachtungen der EM-Bilder 
mit in vitro-Experimenten diesbezüglich decken, wird davon ausgegangen, daß dies der 
Situation in vivo entspricht (Kunnimalaiyaan & Nielsen 1997). 
Desweiteren liegt das Plastom hoch polyploid vor. Je nach Plastidentyp können 5 - 10 (Pro-
plastiden) oder bis zu 100 Kopien (Chloroplasten) des Chromosoms in einem Organell 
vorliegen. Eine Zelle kann bis zu 100 Plastiden enthalten (Blattzelle). So kommt es, daß die 
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Plastiden-DNA ca. 10 – 20 % des gesamten DNA-Gehalts der Zelle ausmacht, obwohl das 
Plastom im Vergleich zum Kerngenom nur eine verschwindend geringe Anzahl Gene beher-
bergt (Bendich 1987). Kopien plastidärer Chromosomen sind in DNA-Protein-Komplexen, 
sogenannten Nukleoiden, organisiert (Nemoto et al. 1990). Die Größe eines Plastiden-
chromosoms beträgt meist 120 bis 160 kB, wobei es bei nichtphotosynthetischen Parasiten zu 
starken Reduktionen kommen kann; so ist das Plastom von Epifagus virginiana z.B. nur 70 
kB lang (Wolfe et al. 1992). Beide Stränge der doppelsträngig vorliegenden DNA enthalten 
Informationen für unterschiedliche Gene (siehe Abbildung 1). Als Erklärung für die Poly-
ploidie der Plastiden wurde vorgeschlagen, daß durch die Erhöhung der Kopienzahl des 
Plastoms die ribosomalen Gene vermehrt werden, weil im Laufe der Plastidenentwicklung ein 
erhöhter Bedarf an plastidären Ribosomen gedeckt werden muß (Bendich 1987). Das würde 
erklären, warum die Plastomkopienzahl während der Entwicklung einer Pflanze und nach 
dem Transferieren von im Dunkeln gewachsenen Pflanzen ins Licht besonders erhöht wird 
(Cannon et al. 1985). Außerdem scheint der ständige Austausch zwischen den Chromosomen 
einen sehr effektiven Reparaturmechanismus darzustellen; so ist auffällig, daß sämtliche 
Genomkopien einer Art identisch vorgefunden werden, etwaige Sequenzveränderungen also 
offenbar recht rasch eliminiert werden. Die homologe Rekombination, die dabei vonnöten ist 
und die man sich bei der Chloroplastentransformation zunutze macht, wird unter anderem von 
einem RecA-Homolog bewerkstelligt. Bei Chlamydomonas-Transformation mit dominantem, 
mutiertem RecA aus E.coli wurde tatsächlich eine reduzierte Überlebensrate nach Behandlung 
mit DNA-schädigenden Agenzien gefunden, wogegen das Wildtypallel von E.coli die Chloro-
plastenrekombination sogar 15-fach erhöhte (Cerutti et al. 1995). 
Typische Strukturmerkmale sind zwei „inverted repeat“-Regionen (IR), die das Plastiden-
chromosom in eine kleine (SSC) und eine große Einzelkopieregion (LSC) unterteilen. Die IR-
Regionen, die 6 bis 76 kB lang sind, enthalten unter anderen die rRNA-Gene, die damit in 
jeder Kopie des Plastoms doppelt vorliegen. Plastomgrößenunterschiede zwischen einzelnen 
Arten sind meist auf die Länge der IR-Regionen zurückzuführen (Maier et al. 1995). Die IR-
Regionen tragen mit hoher Wahrscheinlichkeit zur Stabilität des Plastoms bei. Bei Pflanzen-
arten, die ihre IRs verloren haben, ist eine erhöhte Sequenzumlagerung gegenüber verwandten 
Arten, die ihre IRs noch besitzen, zu beobachten (Palmer & Thompson 1982). Durch intra-
molekulare Rekombination kann es im IR-Bereich zur Ausbildung von Inversionsisomeren 
kommen, die sich in der Orientierung ihrer beiden Einzelkopieregionen unterscheiden (Stein 








Abbildung 1: Genkarte des Tabakplastidenchromosoms 
Beide Stränge des doppelsträngigen zirkulären Genoms enthalten unterschiedliche Gene. In der Genkarte wird 
das dadurch angedeutet, daß die als Kasten eingezeichneten Gene, die auf dem inneren Strang abgelesen werden, 
nach innen reichen und die auf dem äußeren Strang nach außen. Der innere Strang wird im Uhrzeigersinn 
abgelesen, der äußere gegen den Uhrzeigersinn. Die verschiedenen Farben der Kästen ordnen die Gene nach der 
Funktion ihrer Produkte. 
Bei den mit blauen Pfeilen gekennzeichneten Genen handelt es sich um die in Kapitel 1.4.4 besprochenen 
„neuen“ Gene. Die dunkelblauen Pfeile zeigen die im Zuge dieser Arbeit untersuchten Gene. 
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1.4 Im Lauf der Evolution hinzu gewonnene Eigenschaften 
 
Entgegen dem Verlusttrend (wie die 30-fache Reduktion des Plastoms im Vergleich zum 
Genom der Cyanobakterien, siehe Kapitel 1.2) gibt es auch eine Reihe neuer Eigenschaften, 
die wahrscheinlich im Laufe der Plastidenevolution hinzu gewonnen wurden: RNA-Edierung, 
Verbreitung von Introns, die nukleär kodierte RNA-Polymerase der Plastiden (NEP) und 
einige wenige Gene unbekannter Herkunft (ycf1/2/14/15), worauf in den folgenden Kapiteln 




Unter RNA-Edierung versteht man Prozesse (ko- oder posttranskriptionell), die die Nukleo-
tidsequenz eines mRNA-Moleküls im Vergleich zur Sequenz des korrespondierenden Gens 
verändern. RNA-Edierung wurde 1986 bei mitochondrialen Transkripten von Trypanosomen 
entdeckt (Benne et al. 1986). RNA-Edierung wurde bisher nur in Eukaryoten gefunden und 
kann Insertion, Deletion und Substitution von Nukleotiden umfassen. In Plastiden finden 
meist C-U-Substitutionen statt; Ausnahme ist bislang lediglich das Hornmoos Anthoceros 
formosae, wo hauptsächlich U zu C ediert wird (Yoshinaga et al. 1996). Dagegen sind in 
Mitochondrien, wo auch um ein Vielfaches mehr Edierungsstellen zu finden sind, die beide 
Typen beschrieben (z.B. Giege & Brennicke 1999). Die vergleichsweise seltene RNA-
Edierung in Plastiden wurde durch das Fehlen eines Startkodons beim rpl2-Gen in Mais 
entdeckt. Das war der erste bekannte Fall von Edierung, bei der ein ACG-Kodon in ein AUG-
Startkodon umgewandelt wird, der Beginn eines Leserasters also aus der DNA-Sequenz nicht 
erkennbar ist (Hoch et al. 1991). Bei Pflanzen tritt RNA-Edierung erstmals auf der Stufe der 
Bryophyten auf (Malek et al. 1996, Freyer et al. 1997), betrifft also lediglich Land-pflanzen 
und ist daher phylogenetisch jünger als das Spleißen von Introns (siehe Kapitel 1.4.2). 
Auffällig ist dabei, daß RNA-Edierung bei einer Spezies entweder gemeinsam in Plastiden 
und Mitochondrien auftritt oder in keiner der beiden Organellen; auch ist RNA-Edierung in 
Mitochondrien weitaus häufiger anzutreffen als in Plastiden, was annehmen läßt, daß sie dort 
zuerst aufgetreten ist (Maier et al. 1996). 
Üblicherweise dient das Edieren der Wiederherstellung von Kodons konservierter Amino-
säuren (Maier et al. 1992), in einigen Fällen wird auch das Schaffen von Start- (Hoch et al. 
1991, Wakasugi et al. 1996) und Stoppkodons beobachtet (Wakasugi et al. 1996). In inter-
genischen Regionen kann ebenfalls von einem Wiederherstellen von konservierten Nukleo-
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tiden ausgegangen werden, wenn man annimmt, daß die Edierungsstellen, die sich immer 
unweit eines Startkodons befinden, für eine bestimmte Sekundärstruktur der mRNA verant-
wortlich zeichnen, die eine Translation erst ermöglicht (Kudla & Bock 1999, Drescher et al. 
2002). Die Notwendigkeit von RNA-Edierung zur Ermöglichung von Transkription wurde im 
Fall der rpoA-Edierung diskutiert, die in verschiedenen Geweben unterschiedlich stark erfolgt 
(Hirose et al. 1999). Dies legt die Möglichkeit der plastidären Transkriptionsregulierung 
durch kernkodierte Edierungsfaktoren nahe. Nur in einem einzigen Fall wurde sogenanntes 
„Silent editing“ beschrieben, das Edieren einer dritten Kodonposition, wodurch sich die 
Amino-säuresequenz nicht verändert (Hirose et al. 1996). Untypischerweise (Edierung wird 
oft noch in mehreren Arten an gleicher Position gefunden) wurde diese Stelle nur in einer 
Spezies gefunden. 
RNA-Edierung ist abhängig von (kernkodierten) trans-Faktoren (Chaudhuri et al. 1995, Bock 
& Koop 1997), spezifischen cis-Sequenzen (Bock et al. 1996 und 1997, Hermann & Bock 
1999) und in einigen Fällen von der Plastidentranslation (Karcher & Bock 1998), wobei auch 
die Translation von erfolgreichem Edieren (zu einem Startkodon) abhängig sein kann (Hoch 
et al. 1991, Kudla et al. 1992, Hirose & Sugiura 1997). In manchen Fällen scheint das 
Spleißen eines benachbarten Introns Voraussetzung für erfolgreiches Edieren zu sein 
(Schmitz-Linneweber et al. 2001-b), in anderen Fällen erfolgt es jedoch unabhängig von 
Spleißvorgängen bzw. voher (Freyer et al. 1993, Ruf et al. 1994). Allerdings kann wiederum 
auch das Spleißen vom vorherigen Edieren abhängen (Börner et al. 1995). 
Darüber hinaus ist zu beachten, daß RNA-Edierung entwicklungs-, gewebespezifisch (Bock   
et al. 1993, Ruf & Kössel 1997) und umweltabhängig sein kann. So wurde z.B. gezeigt, daß 
das Edieren einer Stelle innerhalb des ndhB-Gens abhängig von Photosynthese (Karcher & 
Bock 2002-a) und temperatursensitiv ist (Karcher & Bock 2002-b). RNA-Edierung kann auch 
zur Artbildung beitragen. Unterschiede hinsichtlich der Ausstattung der plastidären Genome 
mit Edierungsstellen wurden auch bei nah Verwandten schon früh bemerkt (Freyer et al. 
1995, Wakasugi et al. 1996). Anhand von Tabak und Atropa wurden speziesspezifische 
plastidäre „Editotypen“ (Muster aller plastidärer Edierungsstellen) nah verwandter Spezies 
bestimmt (Schmitz-Linne-weber et al. 2002). Die Anzahl kernkodierter Edierungsfaktoren 
kann die zur Edierung der plastidären Position benötigten Faktoren übertreffen. Im Fall des 
allotetraploiden Tabaks sind vom „Vater“ Nicotiana tomentosiformis noch trans-Faktoren für 
Edierungsstellen vorhanden, die von den Plastiden, die von der „Mutter“ Nicotiana sylvestris 
abstammen, nicht benötigt werden (Schmitz-Linneweber et al. 2001-b). Als edierendes 
Enzym konnte in Mitochondrien von Wirbeltieren unter anderem eine Cytidindesaminase 
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identifiziert werden (Sowden et al. 2002). Im Kerngenom von Arabidopsis wurden Gene für 
Cytidindesaminasen pro-karyotischen Ursprungs identifiziert, die allerdings kein 
Transitpeptid für die Organellen und keine Affinität zu RNA aufweisen (Faivre-Nitschke et 
al. 1999). 
Eine vielversprechende neue Möglichkeit zur Erforschung von Mechanismen der RNA-
Edierung stellt das 2001 von Hirose und Sugiura entwickelte in vitro Edierungssystem für 
Tabakchloroplasten dar, welches kürzlich auch auf Erbsenchloroplasten übertragen werden 




Introns sind meist nichtkodierende Bereiche innerhalb von Genen, die vor der Translation 
durch Spleißen entfernt werden müssen, um ein korrektes Transkript zu erhalten. Es gibt drei 
Haupt-gruppen (I – III), die durch unterschiedliche Spleißmechanismen entfernt werden. Die 
ältesten Introns scheinen die der Gruppe I zu sein, die zu Beginn ihrer Evolution nur in 
tRNAs vor-kamen (Cavalier-Smith 1991, Besendahl et al. 2000). Introns in Bakterien sind 
äußerst selten, und bis auf wenige Ausnahmen (Gruppe II) der Gruppe I zugehörig, wogegen 
in Plastiden höherer Pflanzen nur ein Gruppe I-Intron (trnL) vorgefunden wird (Ferat & 
Michel 1993). Dort herrschen Gruppe II-Introns vor, die nach ihrer Feinstruktur weiter in IIA 
und IIB unterteilt werden können (Barkan & Goldschmidt-Clermont 2000). 
Allgemein scheinen sich Introns erst nach erfolgter Endosymbiose in den Zellorganellen auch 
in für Proteine kodierende Gene ausgebreitet zu haben. Durch den bereits erwähnten Transfer 
der meisten Organellengene in den Nukleus (Kapitel 1.2) wurden dort schließlich auch Introns 
eingeführt. Da in diesem Fall jedoch eine Trennung von Transkription und Translation 
vorliegt (die Ribosomen befinden sich außerhalb des Nukleus), konnte das langsamere 
spleißosomale Spleißen (Gruppe III) entwickelt werden (Cavalier-Smith 1991, Lambowitz & 
Belfort 1993). Am wahrscheinlichsten ist, daß sich in den Vorfahren von Plastiden und Mito-
chondrien die ersten wenigen Introns entwickelten, sich in den Zellorganellen vermehrt und 
dabei in den eukaryotischen Zellen ausgebreitet haben. Dabei ging auch die Notwendigkeit 
zum Selbstspleißen verloren und Proteine und RNAs wurden in den Spleißprozeß eingeführt 
(Lambowitz & Belfort 1993). 
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1.4.3 Die nukleär kodierte RNA-Polymerase der Plastiden (NEP) 
 
Das Plastidengenom enthält die Gene für vier Untereinheiten einer eubakteriellen RNA-
Polymerase (rpoA/B/C1/C2 für die Untereinheiten α/β/β‘/β“, Hu & Bogorad 1990, Hu et al. 
1991). Als regulierende Untereinheiten dazu wurden im Kerngenom von Arabidopsis sechs   
σ-Faktoren identifiziert (Kanamaru et al. 1999, Fujiwara et al. 2000), von denen sich drei als 
lichtabhängig erwiesen (Isono et al. 1997), einer sogar als spezifisch blaulichtabhängig 
(Tsunoyama et al. 2002). Ebenso kennt man drei σ-Faktoren aus Mais (Tan & Troxler 1999, 
Lahiri & Allison 2000), von denen sich einer als lichtabhängig erwies (Lahiri et al. 1999), 
drei aus Senf (Tiller et al. 1991, Kestermann et al. 1998) und einen aus der Rotalge 
Cyanidium caldarium (Liu & Troxler 1996). Kürzlich wurden auch σ-Faktoren bindende 
Proteine beschrieben (Morikawa et al. 2002).  
Neben dieser zu Cyanobakterien homologen plastidär kodierten RNA-Polymerase (PEP), 
wurde in Plastiden noch eine zweite aktive RNA-Polymerase entdeckt, die kernkodiert ist 
(NEP). Deren Nachweis erfolgte zunächst indirekt: In den ribosomenfreien Plastiden der 
Gerstenmutante albostrians konnte Transkriptionsaktivität nachgewiesen werden (Hess et al. 
1993 und 1994-a/-b), ebenso in Plastiden von Epifagus virginiana, denen rpo-Gene fehlen 
(dePamphilis & Palmer 1990, Morden et al. 1991) und in transgenen rpoB-Deletionsmutanten 
von Tabak (Allison et al. 1996). Schließlich ist auch das Gen für eine kernkodierte RNA-
Polymerase kloniert worden (Hedtke et al. 1997, Weihe et al. 1997). Sie ähnelt dem aus einer 
Einheit bestehenden Enzym von Bakteriophagen und scheint auf Duplikation des Gens für die 
mitochondriale (kernkodierte) RNA-Polymerase zurückzugehen (Hedtke et al. 1997). In 
Arabidopsis thaliana kennt man inzwischen drei nukleär kodierte RNA-Polymerasen vom 
Phagentyp, wobei eine (RpoT;1) in Mitochondrien importiert wird, eine weitere (RpoT;3) in 
Plastiden und die dritte (RpoT;2) in beide Organellen gelangt, wie durch Fusion der Transit-
peptide mit dem GFP-Gen gezeigt werden konnte (Hedtke et al. 1999 und 2000). Kürzlich 
wurde außerdem das Vorhandensein einer zweiten nukleär kodierten RNA-Polymerase für 
Plastiden, NEP-2 genannt, postuliert (Bligny et al. 2000), die vor allem in jungen Zellen 
gefunden wird und ausschließlich für das rRNA-Operon verantwortlich zu sein scheint. Sie ist 
wie NEP und im Gegensatz zur PEP nicht Tagetin-sensitiv, wird nicht durch Spectinomycin 
gehemmt und erkennt den T7-Promotor, jedoch reagieren anti-NEP-Antikörper nicht auf 
NEP-2-haltige Lösungen, dafür konnte für NEP-2 Abhängigkeit von einem spezifischen 
Transkriptionsinitiationsfaktor nachgewiesen werden. 
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Nachdem, wie erwähnt, unter anderem durch PEP-defiziente Mutanten nachgewiesen werden 
konnte, daß Transkription auch ohne die plastidäre RNA-Polymerase stattfindet, wurde 
zunächst ein Modell postuliert, welches davon ausgeht, daß zu Beginn der Plastidenent-
wicklung, in der Proplastidenphase, zunächst nur die NEP-Polymerase aktiv ist, um „house-
keeping genes“ und die rpo-Gene abzulesen. Im Chloroplastenstadium soll dann die PEP-
Polymerase für photosynthetische und „housekeeping“-Gene zuständig sein, während die 
NEP nur noch die rpo-Gene transkribiert (Hajdukiewicz et al. 1997). Inzwischen erscheint 
das Bild jedoch um einiges komplexer, so werden z.B. alle Operons auch dann transkribiert, 
wenn nur die NEP-Polymerase funktioniert, auch wenn Transkriptionsraten im Vergleich zum 
Wildtyp erheblich variieren können (Krause et al. 2000, Legen et al. 2002). Es müssen also 
posttranskriptionelle Prozesse in die Überlegungen miteinbezogen werden. Parallelen von 
diesen in Tabak erfolgten Untersuchungen, können auch zu den ribosomendefizienten 
Mutanten monokotyledoner Pflanzen gezogen werden. Die Maismutante iojap wurde auf ihre 
NEP-Aktivität hin überprüft, indem NEP-Promotoren gesucht und gefunden wurden (Silhavy 
& Maliga 1998). 
Den unterschiedlichen RNA-Polymerasen entsprechend existieren nämlich in einem Plastom 
auch unterschiedliche Promotorentypen: Zunächst wurden typische bakterielle –10 und –35 
Promotoren gefunden (Gruissem & Tonkyn 1993), inzwischen kennt man auch Konsensus-
sequenzen für NEP-Promotoren (Weihe & Börner 1999), die dritte Promotorgruppe vom 
„non-consensus“-Typ (NC, Kapoor et al. 1997) könnte von NEP-2 verwendet werden (Bligny 
et al. 2000). Vor einem einzigen Gen befinden sich zuweilen mehrere verschiedene Promo-
toren, die auch unterschiedlich induzierbar sein können (Lübberstedt et al. 1994). Besonders 
gut untersucht ist ein durch Blaulicht induzierter Promotor vor dem psbD-Gen, auf den in 
Kapitel 4.1.3 noch näher eingegangen wird (Sexton et al. 1990, Allison & Maliga 1995).  
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1.4.4 Neue Gene? 
 
 
Inzwischen ist es gelungen, einen großen Teil pflanzlicher Gene ihrem Ursprung zuzuordnen 
(Martin et al. 1998). Auffällig dabei ist, daß eine kleine Gruppe plastidärer offener Leseraster 
sich außerhalb der prokaryotischen Vererbung befindet. Daher muß zum derzeitigen 
Kenntnisstand angenommen werden, daß es sich bei ihnen um im Laufe der Plastiden-
evolution neu hinzu gewonnene Gene handelt: 
 
• ycf1 – Trotz einer Länge von 5.706 Bp zeigt dieses extrem schwach transkribierte Gen mit 
herkömmlichen Methoden keine signifikanten Homologien zu Genen anderer 
Organismen. Mit PSI-BLAST konnte es letzthin jedoch einem ABC-Transporter 
zugeordnet werden (De Las Rivas et al. 2002). Eine Zusammenfassung des aktuellen 
Kenntnisstandes zu diesem Gen ist in Kapitel 4.1.1 enthalten. Im „knock-out“-Experiment 
erwies sich das Genprodukt als essentiell für das Überleben der Plastide (Drescher et al. 
2000). 
• ycf2 – Bei einer Länge von 6.843 Bp wurde lediglich ein 130 Aminosäuren umfassendes 
Stück gefunden, welches homolog zu ATP-Bindestellen von ATPasen der FtsH/CDC48-
Familie ist (Wolfe 1994). Im „knock-out“-Experiment erwies sich das Genprodukt als 
essentiell für das Überleben der Plastide (Drescher et al. 2000). 
• ycf14 – Bei einer Länge von 1.530 Bp weist es eine signifikante Homologie zur     
Domäne X mitochondrialer Intronmaturasen auf (Details siehe Kapitel 4.2.1) und befindet 
sich im Intron von trnK. So findet man für ycf14 auch oft den Namen matK (Maturase 
von trnK, Wolfe et al. 1992) Abgesehen von der zentralen X-Domäne, in der sich auch 
eine hoch konservierte Edierungsstelle befindet, handelt es sich bei ycf14 um das 
variabelste Plastidengen (Vogel et al. 1997, Young & dePamphilis 2000), weswegen es 
einen beliebten phylogenetischen Marker darstellt (Hilu & Alice 1999, Hu et al. 2000, 
Fuse & Tamura 2000). 







Mittels reverser Genetik gelang es, die Funktionen der meisten plastidären, offenen Leseraster 
aufzuklären (unter anderen ycf3 – Ruf et al. 1997, ycf6 – Hager et al. 1999, ycf9 - Ruf et al. 
2000 und Swiatek et al. 2001). Bemerkenswerterweise sind es gerade die in Kapitel 1.4.4 
erwähnten Gene außerhalb der prokaryotischen Vererbung, die sich bisher noch ihrer Ent-
hüllung entziehen. 
Im Laufe der vorliegenden Arbeit sollten neue Erkenntnisse bezüglich dieser wahrscheinlich 
im Lauf der Plastidenevolution neu hinzu gekommenen Gene gewonnen werden: Die 
Funktion von ycf1 und ycf14 sollte durch verschiedene Ansätze (zunächst die Strategie der 
reversen Genetik) erhellt werden.  
Als Beitrag zur Erforschung der in Plastiden ebenfalls evolutionär neu hinzu gewonnenen 
RNA-Edierung sollte eine Edierungsstelle im nichtkodierenden Bereich vor dem ndhG-Gen 
einiger Monokotyledonen phylogenetisch untersucht sowie mit Hilfe von Transposon-
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2 Material und Methoden 
 
Soweit nicht anders angegeben, wurden die verwendeten Chemikalien von den Firmen Carl Roth 
GmbH (Karlsruhe), Merck KG (Darmstadt), Serva Elektrophoresis GmbH (Heidelberg) und Sigma-
Aldrich Chemie GmbH (Steinheim) bezogen. 
Das verwendete Wasser wurde aus einer Seradest Beta75 Seralpur Delta Anlage von Seral Reinst-
wasser-Systeme (Ransbach-Baumbach) entnommen. 
Folgende Zentrifugen fanden Verwendung: Sigma 4K15 C, Sigma 2 MK, Sigma 201 M (Sigma 
Laborzentrifugen GmbH, Osterode am Harz) und Beckman AvantiTM J-25 (BeckmanCoulter, Unter-
schleissheim-Lohhof). 
Gentechnisch veränderte Organismen oder Teile von ihnen wurden nach Beendigung der Experimente 
bei 2 bar und 120 °C für 20 min autoklaviert (im Dampfsterilisator Varioklav Typ 500, H+P Labor-
technik, München oder in kleineren Mengen im WMF-Schnelltopf Perfect, Geislingen). 
 
 
2.1 Isolierung von Nukleinsäuren 
 
2.1.1 Isolierung von Gesamtnukleinsäuren 
(nach Doyle & Doyle 1990) 
 
Blattstücke wurden in flüssigem Stickstoff fein zermörsert und dann in Extraktionspuffer mindestens 
30 min bei 60 °C inkubiert. Danach erfolgten mindestens zwei Chloroform/Isoamylalkohol (24:1)-
Extraktionen (mit 2/3 bis 1 Volumen der Extraktionspuffermenge, siehe Kapitel 2.2.2). Im Anschluß 
wurde eine Isopropanol-Fällung mit 2/3 Volumen Isopropanol (siehe Kapitel 2.3) durchgeführt.  
Die dabei sedimentierte DNA wurde mit 70 % Ethanol gewaschen, abzentrifugiert (10 min, 4 °C, 
10.000 × g), getrocknet und in H2O gelöst.  
 
Extraktionspuffer: 2 % CTAB (2 g/100 ml) 
 1,4 M NaCl (28 ml/100 ml) 
 20 mM EDTA (4 ml 0,5 M/100 ml) 
 100 mM Tris/HCl pH 8 (10 ml 1 M/100 ml) 
 100 mM β-Mercaptoethanol frisch dazu (je 10 µl/ml) 
 (Sterilisation durch Aufkochen in der Mikrowelle) 
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2.1.2 Isolierung von Gesamt-RNA 
(nach Protokoll des TRIzol- bzw. TriFast-Herstellers) 
 
Blattstückchen wurden in flüssigem Stickstoff fein zermörsert und mit TRIzol (GibcoBRL, Eggen-
stein) bzw. peqGOLD TriFastTM (peqlab, Erlangen) 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Danach er-
folgte eine Chloroformextraktion (mit 1/5 Volumen der TRIzol- bzw. TriFast-Menge, siehe Kapitel 
2.2.1) und eine Isopropanol-Fällung mit 1/2 Volumen Isopropanol. Nach gründlichem Mischen und 
zehnminütiger Inkubation bei Raumtemperatur wurde 10 min bei 12.000 × g und 4 °C zentrifugiert. 
Die dabei sedimentierte RNA wurde mit 75 % Ethanol gewaschen, abzentrifugiert (5 min, 4 °C,   
7.500 × g), kurz (!) luftgetrocknet und in H2O gelöst. 
 
2.1.3 Isolierung von Plasmid-DNA 
(nach Birnboim & Doly 1979) 
 
1,5 ml von über Nacht gewachsenen Bakterienkulturen (37 °C, Schüttler Modell Kühner, B. Braun, 
Melsungen) wurden abzentrifugiert (1 min, 10.000 × g, RT) und mit 200 µl Lösung 1 gemischt. Nach 
Zugabe von 200 µl Lösung 2 wurde 5 min bei Raumtemperatur und nach Zugabe von 200 µl Lösung 3 
wurde dann 10 bis 15 min auf Eis inkubiert. Nach zehnminütiger Zentrifugation (4 °C, 15.000 × g) 
wurde mit 0,7 Volumen Isopropanol gefällt (siehe Kapitel 2.3.1). Das DNA-haltige Sediment wurde 
mit 70 % Ethanol gewaschen, abzentrifugiert (10 min, 4 °C, 10.000-12.000 × g), luftgetrocknet und in 
50 µl H2O gelöst. 
 
Lösung 1: 50 mM Tris/HCl, pH 8 (2,5 ml 1 M/50 ml) 
(Lagerung bei 4 °C) 10 mM EDTA, pH 8 (1 ml 0,5 M/50 ml) 
 200 µg/ml RNase A 
 
Lösung 2: 0,2 N NaOH (250 µl 2 N/2,5 ml) 
(frisch hergestellt) 1 % SDS (125 µl 20 %/2,5 ml) 
 
Lösung 3: 3 M Kaliumacetat, pH 4,8 – 5,5 
 
2.1.4 DNA-Isolierung mit dem Qiagen Plasmid Purification Kit 
(nach Anleitung des Herstellers Qiagen, Hilden) 
 
Nach alkalischer Lyse wurden die wasserlöslichen Bestandteile der Bakterienzellen auf eine Anionen-
Austauscher-Säule (Säulentypen Tip 20 - 500, je nach Menge der Ausgangskultur) aufgetragen, auf 
der Plasmid-DNA zunächst bindet, während RNA, Proteine und andere Verunreinigungen mit einem 
Waschpuffer mittlerer Salzkonzentration eluieren. In einem anschließenden Schritt wird die Plasmid-
DNA mit einem Elutionspuffer mit hoher Salzkonzentration von der Säule eluiert und mit Isopropanol 
gefällt (siehe Kapitel 2.3.1). 
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2.2 Reinigung von Nukleinsäuren 





Zur Entfernung von Proteinen aus wäßrigen Lösungen wurden Chloroformextraktionen durchgeführt, 
bis keine Zwischenphase mehr zu erkennen war. Nach Zugabe von 1/5 bis 1 Volumen Chloroform 
(bezogen auf die Ausgangsmenge an zu reinigender Nukleinsäurelösung) wurde nach gründlichem 
Mischen 10 min bei 10 °C und 10.000 × g zentrifugiert. Es bildeten sich zwei Phasen, eine organische 
Unterphase und eine wäßrige Oberphase, die die Nukleinsäuren enthielt und weiterverarbeitet wurde. 
Die Zwischenphase enthält hauptsächlich Polypeptide, da diese sowohl hydrophile als auch hydro-
phobe Abschnitte aufweisen. 
 
2.2.2  Chloroform/Isoamylalkohol (24:1)-Extraktion 
 
Zur Entfernung von Proteinen aus wäßrigen Lösungen und/oder zur Entfernung von Phenolresten und 
anderen Verunreinigungen wurden Chloroform/Isoamylalkohol (24:1)-Extraktionen durchgeführt, bis 
keine Zwischenphase mehr zu erkennen war. Nach Zugabe von 2/3 oder 1 Volumen Chloro-
form/Isoamylalkohol (24:1) (bezogen auf die Ausgangsmenge an zu reinigender Nukleinsäurelösung) 
wurde nach gründlichem Mischen 10 min bei 10 °C und 10.000 × g zentrifugiert. Es bildeten sich die 
oben beschriebenen zwei Phasen (Kapitel 2.2.1). Eventuelle Phenolreste befanden sich in der organ-
ischen Unterphase. Die wäßrige Oberphase mit den Nukleinsäuren wurde weiterverarbeitet. 
 
2.3 Fällung von Nukleinsäuren 





Um Nukleinsäuren zu konzentrieren oder von Salzen zu befreien, wurde eine Isopropanolfällung 
durchgeführt. Die Isopropanolfällung erfolgte mit 2/3 oder 1 Volumen 100 % Isopropanol. Nach 
gründlichem Mischen wurde 20 min bei 4 °C und 10.000 × g zentrifugiert. Das danach erhaltene Sedi-
ment wurde mit 70 % Ethanol gewaschen, abzentrifugiert (10 min, 4 °C, 10.000-12.000 × g), luftge-
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2.3.2 Natriumacetatfällung 
 
Zur Konzentrierung von Nukleinsäuren wurde im Regelfall eine Natriumacetatfällung durchgeführt. 
Diese erfolgte mit 1/10 Volumen 3 M Natriumacetat (pH 5) und 2,5 Volumen 100 % Ethanol. Nach 
gründlichem Mischen wurde 20 – 30 min bei 4 °C und 15.000 × g zentrifugiert. Die sedimentierten 
Nukleinsäuren wurden mit 70 % Ethanol gewaschen, abzentrifugiert (10 min, 4 °C, 15.000 × g), luft-




Um PCR-Produkte für die Sequenzierung (siehe Kapitel 2.9) vorzubereiten, wurde der PCR-Ansatz 
mit H2O auf 100 µl aufgefüllt, 100 µl 4 M Ammoniumacetat und 600 µl 100 % Ethanol zugegeben 
und 1 - 2 h bei Raumtemperatur inkubiert. Danach wurde 30 min bei 20 °C und 12.000 × g zentri-
fugiert, mit 70 % Ethanol gewaschen und das Sediment in der Hälfte des Ausgangsvolumens H2O re-
suspendiert. Bei der Fällung mit Ammoniumacetat bleiben kleinere Nukleinsäurestücke wie PCR-
“Primer“ in Lösung, die sonst die Sequenzierungsreaktion behindern würden, indem sie mit dem für 
die Sequenzierung eingesetzten „Primer“ konkurrieren. Beim LI-COR-System ist eine Fällung nicht 
nötig, da dort mit markierten „Primern“ sequenziert wird (siehe Kapitel 2.9.2). 
 
 
2.4 Enzymatische Modifizierung von Nukleinsäuren 
 
2.4.1 DNA-Spaltung mit Restriktionsendonukleasen 
(nach Anleitung der Hersteller, Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
Die Reaktionen erfolgten nach Angaben der Hersteller der Restriktionsendonukleasen in den mitge-
lieferten 10×-Puffern und je nach Bedarf unter Zusatz von BSA (10 mg/ml, New England Biolabs Inc., 
USA). Die verwendeten Enzyme wurden, soweit nicht anders angegeben, von MBI Fermentas (St. 
Leon-Rot) oder New England Biolabs Inc. (USA) bezogen. 
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Enzym Herkunft Erkennungssequenz 
Acc65I Acinetobacter aceti 655 
 
5'-G^G T A C   C-3' 
3'-C   C A T G^G-5' 
BamHI Bacillus amyloliquefaciens H 5'-G^G A T C   C-3' 
3'-C   C T A G^G-5' 
BpiI Bacillus pumillus Sw 4-3 
 
5'-G A A G A C (N)2^-3'  
3'-C T T  C T G (N)6^-5' 
BspEI E. coli mit BspEI-Gen von Bacillus (H. 
Kong) 
5'-T^C C G G  A-3' 
5'-A  G G C C^T-3' 
DpnI E.coli mit dpnIR-Gen von Diplococcus 
pneumoniae G41 
 
              CH3 
5'-G A^T C-3' 
3'-C T^A G-5' 
        CH3 
Ecl136II Enterobacter cloacae RFL136  
 
5'-G A G^C T C-3' 
3'-C T C^G A G-5' 
Eco32I Escherichia coli RFL32  
 
5'-G A T^A T C-3' 
3'-C T A^T A G-5 
EcoRI E.coli mit ecoRIR-Gen von Escherichia 
coli RY13 
5'-G^A A T T   C-3' 
3'-C   T T A A^G-5' 
HincII Haemophilus influenzae Rc 
 
5'-G T Py^Pu A C-3' 
3'-C A Pu^Py T G-5'  
HindIII Haemophilus influenzae Rd 5'-A^A G C T   T-3' 
3'-T   T C G A^A-5' 
NdeI Neisseria denitrificans 5'-C A^T  A  T G-3' 
3'-G T   A T^A C-5' 
PstI Providencia stuarti 5'-C   T G C A^G-3' 
3'-G^A C G T   C-5'  
PvuII Proteus vulgaris 5'-C A G^C T G-3' 
3'-G T C^G A C-5'  
SacI Streptomyces achromoqenes 5'-G   A G C T^C-3' 
3'-C^T C G  A  G-5'  
SacII Streptomyces lividans mit SacII-Gen von 
Streptomyces achromogenes (ATCC 
12767) 
5'-C C   G C^G G-3' 
3'-G G^C G   C C-5' 
ScaI Streptomyces caespitosus 5'-A G T^A C T-3' 
3'-T C A^T G A-5' 
SpeI E. coli mit SpeI-Gen von Sphaerotilus 
(ATCC 13923) 
5'-A^C T A G   T-3' 
3'-T   G A T C^A-5' 
XbaI Xanthomonas badrii 5'-T^C T A G  A-3' 
3'-A  G A T C^T-5'  
XmaI E. coli mit XmaI-Gen von Xanthomonas 
malvacearum (ATCC 9924) 
5'-C^C C G G  G-3' 
3'-G  G G C C^C-5' 
Tabelle 1: Im Laufe der Arbeit verwendete Restriktionsendonukleasen 
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2.4.2 Restriktionsfragmentlängenpolymorphismusanalyse (RFLP) 
(nach Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
 
Nach DNA-Spaltung mit geeigneten Restriktionsendonukleasen kann transformierte von Wildtyp-
plastiden-DNA unterschieden werden. Für den Bereich des Plastidenchromosoms, in den das Marker-
gen (aadA) eingesetzt wurde, wurden radioaktiv markierte Sonden hergestellt (siehe Kapitel 2.13). Es 
wurden Restriktionsendonukleasen ausgewählt, für die nach Spaltung in diesem Bereich unter-
schiedlich lange Fragmente für Wildtyp und Transformante erwartet wurden. Eine Hybridisierung mit 
der entsprechenden Sonde lieferte Signale unterschiedlicher Größe (siehe Abbildung 8, Abbildung 16 
und Abbildung 21). 
 
 
2.4.3 Glätten von DNA-Enden mit dem Klenow-Enzym 
(nach Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
 
Wurden nach Spaltungen mit Restriktionsendonukleasen, deren Schnittstellen überhängende Enden 
(„sticky ends“) hinterlassen, zur Ligation glatte Enden („blunt ends“) benötigt, wurde das Klenow-
Enzym zum Auffüllen von Einzelstrangüberhängen verwendet, wenn die Enden für die DNA-Poly-
merase zugänglich waren (Syntheserichtung 5’? 3’). Dabei wurde in einem 20 µl-Ansatz zunächst 
0,5 µl Klenow-Enzym (MBI Fermentas, St. Leon-Rot, 10 u/µl) zur DNA-Lösung gegeben. Nach 2 min 
Inkubation bei 37 °C wurde 2 µl dNTP-Mix (2,5 mM pro Desoxyribonukleosidtriphosphat) dazu-
gegeben und weitere 15 min bei 37 °C inkubiert. Durch eine zehnminütige Inkubation bei 80 °C wurde 
die Reaktion durch Denaturierung des Enzyms abgestoppt. 
 
 
2.4.4 Dephosphorylierung von DNA-Enden 
(nach Seeburg et al. 1977) 
 
 
Um eine Religation passender DNA-Enden zu verhindern, wurden diese nach der Spaltung mit Re-
striktionsendonukleasen (siehe Kapitel 2.4.1) direkt im Restriktionspuffer mit 1 µl alkalischer Phos-
phatase (shrimp, 1 u/µl, Boehringer, Mannheim) für 20 min bei 37 °C dephosphoryliert. Durch zehn-
minütige Denaturierung des Enzyms bei 80 °C wurde die Reaktion abgestoppt. 
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2.5 Ligation von DNA 
(nach Anleitung des Herstellers MBI Fermentas, St. Leon-Rot) 
 
 
Mit Restriktionsendonukleasen geschnittene DNA-Stücke wurden mit T4-DNA-Ligase und 10× Li-
gasepuffer in dazu passend geschnittene Plasmidvektoren ligiert. Inkubiert wurde in einem 10 µl-
Ansatz mit 1 µl 10× Puffer und 1 µl T4-DNA-Ligase (2 u/µl) 2 - 12 h bei 15 °C oder 1 h bei Raum-
temperatur. Durch zehnminütige Denaturierung des Enzyms bei 80 °C wurde die Reaktion abgestoppt, 
was eine Erhöhung der Klonierungseffizienz um 50 % bewirken soll. 
Je nach Klonierungsziel wurde zur Kontrolle ein Ansatz mit Vektor allein (ohne Insert-DNA) 
inkubiert, um die Menge an religiertem Vektor zu bestimmen. Die in die Ligation eingesetzten DNA-
Mengen wurden nach folgender Formel bestimmt: (Länge Insert : Länge Vektor) × 3 × Vektormenge 
(meist ca. 25 – 50 ng) = Insertmenge. 
Im Falle der gewünschten Ligation zweier nichtkompatibler Enden wurde ein Adaptor (siehe Kapitel 
3.2.1) im Überschuß von 1/10 Volumen des Ligationsansatzes bei 1 µg/µl Konzentration eingesetzt. 
 
Verwendete Plasmid-Vektoren: pBluescript® II KS- (Stratagene, Heidelberg) 
 pBluescript® II SK+ (Stratagene, Heidelberg) 
 pPCR-TA (Invitrogen, Karlsruhe, Holton & Graham 1991, 
 Marchuk et al. 1991) 
 pRSET5b (Invitrogen, Karlsruhe, Schoepfer et al. 1993) 





2.6.1 Transformation von Bakterien 
 
 
2.6.1.1  Herstellung kompetenter Zellen (für Standardtransformationen) 
(nach Cohen et al. 1972, Hanahan et al. 1991) 
 
Über Nacht in RB-Medium kultivierte Bakterienzellen (E.coli XL1 blue, Stratagene, Heidelberg, 3 ml 
mit 10 µg/ml Tetracyclin) wurden 1:100 mit RB-Medium (mit 10 µg/ml Tetracyclin) verdünnt und bis 
zu einer optischen Dichte von OD590 = 0,4 - 0,6 weiter kultiviert (Schüttler Modell Kühner, B. Braun, 
Melsungen). Nach Abzentrifugieren (5 min, 4 °C, 5.000 × g) wurde das Sediment in 0,4 Volumen 
(bezogen auf das ursprüngliche Kulturvolumen) eisgekühltem TFB-Puffer I resuspendiert. Nach fünf-
minütiger Inkubation auf Eis wurde erneut abzentrifugiert und das Sediment in 1/25 Volumen TFB-
Puffer II gelöst. Nach weiteren 15 - 60 min Inkubation auf Eis wurden die Zellsuspensionen in 100 µl-
Aliquots abgefüllt tiefgefroren (mit flüssigem Stickstoff schockgefroren) und bei -70 °C aufbewahrt. 
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RB-Medium: 5 g Hefeextrakt  
 10 g Pepton (USB, USA) 
 5 g NaCl 
 2 ml 1 N NaOH 
 20 ml 1 M MgSO4  
 mit H2O auf 1 Liter aufgefüllt 
 
TFB-Puffer I: 30 mM Kaliumacetat (3 ml 1 M/100 ml) 
 100 mM RbCl (1,2 g/100 ml) 
 10 mM CaCl2 (1 ml 1 M/100 ml)  
 50 mM MnCl2 (5 ml 1 M/100 ml) 
 15 % Glycerin  
 pH 5,8 (mit Essigsäure eingestellt)  
 
TFB-Puffer II: 10 mM MOPS (0,3 g/150 ml) 
 75 mM CaCl2 (11,25 ml 1 M/150 ml) 
 10 mM RbCl (0,2 g/150 ml) 
 15 % Glycerin 




2.6.1.2  Herstellung kompetenter Zellen (für die Überexpression) 
(nach Miller 1987) 
 
 
500 µl einer Übernachtkultur des für die Überexpression von Proteinen zu transformierenden 
Bakterienstammes wurden in 50 ml LBG-Medium überführt und bis OD556 = 0,3 – 0,5 weiter kultiviert 
(Schüttler Modell Kühner, B. Braun, Melsungen). Dann wurden die Bakterien 5 min bei 4 °C mit 
4.000 × g abzentrifugiert, in 25 ml eisgekühltem 100 mM CaCl2 resuspendiert und 30 min auf Eis 
inkubiert. Nach erneuter Zentrifugation wurde das Sediment in 3 – 5 ml 100 mM CaCl2 resuspendiert 
und bis zu einer Woche bei 4 °C gelagert. 
 
LBG-Medium: 5 g Hefeextrakt  
 10 g Pepton (USB, USA) 
 10 g NaCl 
 4 g Glucose 
 mit H2O auf 1 Liter aufgefüllt 
 
Verwendete Bakterienstämme: M15 (Qiagen, Hilden) 
 SG13009 (Qiagen, Hilden; Gottesman et al. 1981) 
 LysS (BL21 mit T7 Lysozym, Invitrogen,  
 Karlsruhe) 
 BL21 (Invitrogen, Karlsruhe; Studier & Moffat 1986) 
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2.6.1.3  Bakterientransformation 
(nach Hanahan 1983) 
 
 
Für die Transformation kompetenter Bakterien (siehe Kapitel 2.6.1.1 und 2.6.1.2) wurden je 100 µl 
der in 100 mM CaCl2 gelagerten Zellen eingesetzt bzw. einzelne Aliquots mit kompetenten Bakterien-
zellen auf Eis aufgetaut. Gemeinsam mit 10 µl einer Ligationsreaktion (siehe Kapitel 2.5) oder 1 µl 
Überexpressionsvektor (bei frisch vorbereiteten kompetenten Zellen zusätzlich noch ein Kontrolle 
ohne DNA) wurde inkubiert: 
30 - 60 min auf Eis 
1 min 42 °C (bzw. 5 min 37 °C) 
2 min auf Eis. 
Nachfolgend wurde der Reaktionsansatz in 400 µl LB-Medium überführt und 1 h bei 37 °C inkubiert, 
bevor auf LB-Amp-Platten (wahlweise mit je 60 µg/ml IPTG und X-Gal) je 100 µl und je nach 
erwarteter Transformationsrate auch noch die restlichen 400 µl getrennt ausplattiert wurde. Über 
Nacht bei 37 °C gewachsene Kolonien wurden einzeln gepickt und in LB-Medium mit 100 µg/ml 
Ampicillin (oder LBG-Amp bzw. M9-Medium) weiter kultiviert (Schüttler Modell Kühner, B. Braun, 
Melsungen). Es erfolgte eine Blau-Weiß-Selektion der Klone, wenn diesbezüglich ein Unterschied 
zwischen religiertem Vektor und dem gewünschten Konstrukt zu erwarten war: in den verwendeten 
Vektoren ist der 5‘-Bereich des lacZ-Gens enthalten, während in den verwendeten Bakterienstämmen 
der dazu passende 3‘-Bereich exprimiert wird. Das Produkt des lacZ-Gens ist β-Galaktosidase, ein 
Enzym, das in Gegenwart des Induktors IPTG das Substrat X-Gal in ein Indolylderivat überführt, das 
an der Luft zu blauem 5,5-Dibrom-4,4-dichlorindigo oxidiert, was zu einer Blaufärbung der Bakterien-
kolonien führt. Wurde jedoch ein Insert erfolgreich in die „Multiple Cloning Site“ des Vektors inte-
griert, kommt es zur Rasterverschiebung, und es kann kein funktionelles Enzym entstehen - die 
Bakterienkolonien bleiben weiß (Ullmann et al. 1967, Davies & Jacob 1968). In einem speziellen 
Ansatz mit transformierten Vektoren des Typs pQE (Qiagen, Hilden) wurde ein „Kolonieblot“ durch-
geführt, um die erfolgreiche Expression des inserierten Gens zu überprüfen (siehe Kapitel 2.21.1). 
 
LB-Medium: 5 g Hefeextrakt  
 10 g Pepton (USB, USA) 
 10 g NaCl 
 mit H2O auf 1 Liter aufgefüllt 
 
 für LBG: Zusatz von 4 g Glucose 
 für LB-Amp: Zusatz von 1 ml Ampicillin-Lösung (100 mg/ml) 
 für Platten: Zusatz von 15 g Agar (Difco, USA)/l 
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M9-Medium (minimal): 1 g NH4Cl 
 3 g KH2 PO4 
 6 g Na2HPO4 
 4 g Glucose 




2.6.2 Biolistische Transformation von Tabak 
(nach Klein et al. 1987, 1988a-c, Svab et al. 1990) 
 
 
Das Einbringen von Fremd-DNA in Plastiden gelang das erste Mal in der einzelligen Alge 
Chlamydomonas reinhardtii, die einen einzelnen Chloroplasten besitzt (Boynton et al. 1988). Durch 
Integration eines intakten atpB-Gens konnte hier einer atpB-Mutante zu Photosyntheseaktivität ver-
holfen werden. Fremd-DNA wird durch homologe Rekombination ins Plastidengenom integriert 
(Staub & Maliga 1992, Maliga et al. 1994, Suzuki et al. 1997). Die sogenannte biolistische (biologisch 
+ ballistisch) Transformation wird damit für Plastiden sogar präziser als Transformationen in den 
Zellkern, weil homologe Rekombination im Gegensatz zum Kerngenom im Plastom die Regel ist 






60 mg Goldpartikel (ø 0,6 µm) wurden in 1 ml 100 % Ethanol aufbewahrt. Davon wurde pro Trans-
formationsansatz 35 µl (ca. 2 mg) in ein Reaktionsgefäß überführt, 10 Sekunden bei 10.000 × g bei     
4 °C zentrifugiert und das erhaltene Goldsediment in 1 ml sterilem H2O resuspendiert. Nach erneuter 
Zentrifugation (1 min, 14.000 × g, 4 °C) wurde das Goldsediment im Kühlraum (4 °C) in 25 µl DNA-
Lösung (ca. 25 µl gereinigtes zu transformierendes Plasmid) resuspendiert. Danach wurden nach-
einander 220 µl steriles H2O, 250 µl 2,5 M CaCl2 und 50 µl 0,1 M Spermidin unter gründlichem 
Mischen dazu gegeben. Der gesamte Ansatz wurde noch weitere 10 min bei 4 °C kräftig geschüttelt. 
Die mit der DNA beladenen Goldpartikel wurden daraufhin abzentrifugiert und zwei mal mit 600 µl 
Ethanol gewaschen und schließlich in 72 µl Ethanol resuspendiert. Hiervon wurden pro Blatt 5,4 µl 
eingesetzt. 
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2.6.2.2  Biolistischer Beschuß von Tabakblättern 
 
 
Ca. 10 cm lange Blätter von auf RM-Medium gewachsenen sterilen Tabakpflanzen (Nicotiana taba-
cum cv. Petit Havana) wurden mit der abaxialen Seite zuoberst in Petrischalen mit RMOP-Medium 
gelegt und mit DNA-beschichteten Partikeln in einer heliumbetriebenen Partikelkanone (Sanford et al. 
1991) beschossen. Dabei wurden pro Schuß 5,4 µl der Suspension mit den DNA-beschichteten 
Partikeln (siehe Kapitel 2.6.2.1) auf eine Membran („macrocarrier“) aufgetragen, in der Sterilbank 
getrocknet und in der Partikelkanone über einem Gitter („stopping screen“) angebracht. Die Helium-
leitung wurde durch Einsetzen kleiner Membranblättchen („rupture disks“ 900 psi) abgeschirmt. Eine 
Petrischale mit einem Tabakblatt wurde in die dafür vorgesehene Halterung in der Kammer der 
Partikelkanone, ungefähr 10 cm unterhalb des Gitters, eingesetzt. Die Kammer wurde daraufhin ver-
schlossen und evakuiert. Wenn das Vakuum ca. 25 Zoll Quecksilbersäule (das entspricht ca. 135 Torr 
oder 0,8 bar) erreichte, wurde der Schuß durch Öffnen des Ventils der Heliumleitung ausgelöst. Dabei 
platzt bei ca. 900 psi die „rupture disk“ und die partikelbeschichtete Membran wird durch die 
freigesetzte Druckwelle gegen das Gitter geschleudert. Die Partikel, die dabei durch die Maschen des 
Gitters geschleudert werden, gelangen mit großer Geschwindigkeit in die Zellen des darunterliegenden 
Tabakblattes. Sofort nach Platzen der „rupture disk“, erkennbar durch ein leises Knallgeräusch, wurde 
das Vakuum abgeschaltet, die Kammer der Partikelkanone wieder belüftet und das Blatt entnommen. 
Nach zwei Tagen Inkubation unter nichtselektiven Bedingungen wurden die Blätter in Stücke von    
ca. 5 mm × 5 mm geschnitten und auf RMOP-Medium mit Spectinomycin umgesetzt. Diese Blatt-
stücke wurden, da sie durch Aufsaugen von Medium ihre Größe vervielfacht hatten, nach ca. zwei 
Wochen erneut klein geschnitten. Die Regeneration von Sprossen aus Einzelzellen wurde durch die 
synthetischen Phytohormone NAA (Strukturanalogon zu Auxin) und BAP (Cytokinin-Analogon) im 
RMOP-Medium induziert. Nach 5 bis 8 Wochen wuchsen erste potentielle Transformanden heraus. 
 
Geschossen wurde mit dem PDS-1000/He Biolistic Particle Deliver System (incl. Zubehör; Bio-Rad, 
München). Die Vakuumpumpe stammte von der Firma VacuuBrand GmbH & Co (Wertheim) und das 
Helium von Air Liquide GmbH (Berlin). 
 
Für alle pflanzlichen Transformationsexperimente wurden sterile Pflanzen der Tabaklinie Nicotiana 
tabacum cv. Petit Havana verwendet. Sie wurden aus oberflächensterilisierten Samen (siehe Kapitel 
2.6.2.5) kultiviert und/oder über Stecklinge auf RM-Medium in Gläsern vermehrt. 
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Bedingungen der Phytokammer, in der die Pflanzen kultiviert wurden: 
 
Taglänge: 16 h 
Temperatur: 24 °C (tags), 20 °C (nachts) 
Beleuchtungsstärke: 7.000 – 10.000 lux 
relative Luftfeuchtigkeit: 40 - 50 % 
 
 
Experimente mit unterschiedlichen Temperaturen (siehe Abbildung 14): 
 
Taglänge: 12 h 
Temperatur: variierend 
Beleuchtungsstärke: 7.000 – 10.000 lux  
relative Luftfeuchtigkeit: 70 % 
 
 
RM-Medium (für Gläser): 1,65 g (NH4)NO3 
  1,9 g KNO3 
 0,44 g CaCl2 × 2 H2O 
 0,37 g MgSO4 × 7 H2O 
 0,17 g KH2PO4 
 40 mg FeEDTA 
 30 g Saccharose 
 1 ml 1000× Micro 
 mit H2O auf 1 Liter aufgefüllt 
 pH 5,6 - 5,8 (mit 1 N KOH eingestellt) 
 100 ml pro Glas mit 0,75 g Agar (Purified) 
 
 nach Autoklavieren evtl. 1 ml Spectinomycin (50 mg/ml) 
 
RMOP-Medium (für Platten): 1,65 g (NH4)NO3 
  1,9 g KNO3 
 0,44 g CaCl2 × 2 H2O 
 0,37 g MgSO4 × 7 H2O 
 0,17 g KH2PO4 
 40 mg FeEDTA 
 100 mg myo-Inositol 
 30 g Saccharose 
 1 ml 1000× Micro 
 1 ml Thiamin (1 mg/ml) 
 100 µl NAA (1 mg/ml) 
 1 ml BAP (1 mg/ml) 
 7 g Agar (Purified) 
 mit H2O auf 1 Liter aufgefüllt 
 pH 5,8 (mit 1 N KOH eingestellt) 
 
 für Spectinomycin-haltige Platten: 
 Zugabe von 10 ml Spectinomycin (50 mg/ml) 
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1000× Micro: 6,8 g MnSO4 × 2 H2O 
 3,1 g H3BO3 
 4,3 g ZnSO4 × 7 H2O 
 415 mg KJ 
 125 mg Na2MoO4 × 2 H2O 
 12,5 mg CuSO4 × 5 H2O 
 12,5 mg CoCl2 × 6 H2O 
 mit H2O auf 500 ml aufgefüllt 
 
Die Medien basieren auf dem klassischen MS-Medium (Murashige & Skoog 1962). 
 
 
2.6.2.3  Selektion transplastomischer Linien 
 
Um tatsächliche Transformanden von Spontanmutanten zu unterscheiden, wurde nach Nukleinsäure-
isolierung (siehe Kapitel 2.1.1) mittels PCR (Kapitel 2.8) das eingesetzte Markergen mit spezifischen 
„Primern“ nachgewiesen. 
In allen Experimenten wurde als Markergen ein chimäres aadA-Gen aus E.coli eingesetzt. Genprodukt 
von aadA ist Enzym Aminoglycosidadenylyltransferase, das Resistenz gegen die die prokaryotische 
Proteinsynthese hemmenden Antibiotika Spectinomycin und Streptomycin bewirkt. Dieses Gen wurde 
mit dem 3’-nichtcodierenden Bereich des plastidären psbA-Gens bzw. in einem anderen Fall des rbcL-
Gens, einer synthetischen Shine-Dalgarno-Sequenz und dem Promotor des plastidären 16S-rRNA-
Operons versehen (Svab & Maliga 1991, Koop et al. 1996). Es wurde in Transkriptionsrichtung des 
relevanten Gens in die Transformationsvektoren kloniert. Nicht alle Pflanzen, die auf dem selektiven 
Medium mit Spectinomycin wuchsen, besaßen auch das chimäre aadA-Gen. Spectinomycin-Resistenz 
kann auch durch spontane Punktmutationen in der 16S rRNA hervorgerufen werden (Svab & Maliga 
1991). Erst nach PCR mit aadA-spezifischen „Primern“ konnten die tatsächlichen Transformanden 
identifiziert werden. 
Da die mitochondrielle Proteinbiosynthese aus unbekannten Gründen durch Spectinomycin nicht be-
einträchtigt wird, stellt aadA einen plastidenspezifischen Marker dar. Resistenz der Plastiden genügt, 
um ein Überleben der Pflanzenzelle zu gewährleisten. 
 
 
2.6.2.4  Regeneration homoplastomischer Linien 
 
Wie in Kapitel 1.3 erwähnt sind Chloroplasten hochgradig polyploid. Bei der biolistischen Trans-
formation wird eine von vielen (bis zu 10.000 pro Zelle) Plastomkopien verändert. Durch wiederholte 
Regeneration kleiner Blattstücke auf selektivem (Spectinomycin-haltigem) Medium, wo erneut aus 
Einzelzellen Sprosse entstehen, was die Plastiden über das Proplastidenstadium mit weitaus weniger 
Plastomkopien (ein Nukleoid pro Plastide) führt, soll sich durch den Selektionsdruck nach und nach 
die aadA-haltige Version des Plastoms durchsetzen (Maliga 1993). Durch Restriktionsfragment-
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längenpolymorphismusanalyse (Kapitel 2.4.2) wurde nach einigen Regenerationsrunden das Ver-
hältnis zwischen Wildtyp- und transformierter Plastiden-DNA überprüft. Falls in der fünfte Regen-
erationsrunde noch immer der Wildtyp nachweisbar war, wurde auf nichtselektives Medium um-
gesetzt, um durch zufällige Entmischung homoplastomische Linien zu bekommen (Allison et al. 
1996). 
 
2.6.2.5  Sterilisierung von Tabaksamen 
 
Tabaksamen wurden zur Sterilisation in ein Reaktionsgefäß überführt und zunächst 1 min mit           
70 % Ethanol geschüttelt, dann 10 min mit 5 % Dimanin C (Bayer, Leverkusen) und schließlich drei 
mal mit sterilem H2O gewaschen (je 1 min, 5 min, 10 min). Die hierdurch sterilisierten Samen wurden 
direkt zum Keimen auf RMOP-Platten gegeben. 
 
 
2.7 Reverse Transkription von RNA 
(nach Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
Mit Hilfe eines Enzyms aus Retroviren, der reversen Transkriptase, kann RNA in cDNA umge-
schrieben werden, was vor allem beim Nachweis von Edierungsstellen sehr nützlich ist, da RNA nur 
sehr aufwendig sequenziert werden kann. Um sicher zu gehen, daß in der durch reverse Transkription 
hergestellten cDNA keine Reste eventuell vorher schon vorhandener DNA mehr enthalten waren, 




Die in die reverse Transkription einzusetzende RNA wurde mit H2O auf 175 µl aufgefüllt und mit: 
 
20 µl 10× DNaseI-Puffer, 
4 µl DNaseI (Boehringer, Mannheim, 10 u/µl) 
 
30 min bei 37 °C inkubiert. Danach wurden zur Reinigung zwei Phenolextraktionen mit je 200 µl 
Aqua-Phenol-Chloroform (1 Volumen) und eine Chloroformextraktion mit 200 µl Chloroform vorge-
nommen. Die so gereinigte RNA wurde mit 20 µl 3 M Natriumacetat und 500 µl 100 % Ethanol bei –
20 °C über Nacht gefällt, und dann abzentrifugiert (30 min, 4 °C, 12.000 × g). Das Sediment wurde 
mit 70 % Ethanol gewaschen und in 13,8 µl H2O gelöst. 
 
10× DNaseI-Puffer: 400 mM Tris/HCl pH 7,5 (400 µl 1 M/ml) 
 100 mM MgCl2 (100 µl 1 M/ml) 
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2.7.2 Reverse Transkription 
 
Die nach dem DNaseI-Verdau (siehe Kapitel 2.7.1) in 13,8 µl gelöste RNA wurde mit 1 µl „random 
primer“ (Hexanukleotide, Boehringer Mannheim) 5 min bei 60 °C denaturiert. Danach erfolgte die 
reverse Transkription mit: 
 
4 µl 0,1 M DTT (GibcoBRL, Eggenstein) 
8 µl 5× buffer (GibcoBRL, Eggenstein) 
12 µl 2,5 mM dNTPs (Roth, Karlsruhe) 
1 µl SuperScriptTM RT (200 u/µl, GibcoBRL, Eggenstein) 
 
für mindestens 2 h bei 37 °C. 
 
Nach Abkühlen wurden die Proben mit 12 µl 2 N NaOH, 8 µl 50 mM EDTA pH 7,5 und 20 µl H2O 
für 30 min bei 65 °C denaturiert und dann mit 96 µl 1 M Tris/HCl pH 7,5 und 440 µl 100 % Ethanol 
gefällt. Es wurde 30 min bei 12.000 × g und 4 °C zentrifugiert, das Sediment mit 70 % Ethanol ge-
waschen und in 50 µl H2O gelöst. War nur ein schneller PCR-Nachweis notwendig, konnte auch direkt 
nach der reversen Transkription bei 80 °C denaturiert und 2 µl des gesamten Ansatzes direkt in die 
PCR (siehe Kapitel 2.8) eingesetzt werden. 
 
 
2.8 Polymerasekettenreaktion (PCR) 
(nach Mullis & Faloona 1987, Saiki et al. 1985 und 1988) 
 
 
Mit Hilfe der PCR kann unter Verwendung spezifischer, antiparalleler Oligonukleotid-“Primer“ ein 
DNA-Bereich exponentiell amplifiziert werden. Dafür werden zyklische Temperaturveränderungen 
benötigt: Zuerst wird doppelsträngige DNA durch Hitze (93 - 94 °C Denaturierungstemperatur) de-
naturiert. Durch schnelles Abkühlen auf die „Annealing“-Temperatur, die je nach „Primer“-Sequenz 
(hoher G/C-Gehalt – höhere Temperatur möglich) unterschiedlich ist (ca. +/-5 °C der Schmelz-
temperatur Tm des „Primers“), wird die DNA in ihrer einzelsträngigen Form gehalten, damit eine 
Hybridisierung mit den einzelsträngigen „Primern“ erfolgen kann. An den „Primern“ startet dann die 
DNA-Polymerase in ihrem Temperaturoptimum (Polymerisierungstemperatur) die Synthese und 
verdoppelt das zwischen den „Primern“ liegende DNA-Stück. Dies wird 30 - 40 mal wiederholt. In 
jedem Zyklus wird dabei theoretisch die Menge des zu amplifizierenden Fragments verdoppelt, so daß 
man die Akkumulation des Amplifikats mit 2n (n = Anzahl der Zyklen) angeben kann. Verwendet 
wurde eine hitzeresistente DNA-Polymerase aus dem thermophilen Bakterium Thermus aquaticus 
(Taq-Polymerase, Temperaturoptimum 72 °C). 
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In einigen Fällen wurden mit an die „Primer“ angehängten Sequenzen erwünschte Veränderungen des 
„Templates“ geschaffen: die mit T7 bezeichneten „Primer“ (siehe Tabelle 2) haben die Sequenz des 
T7-Promotors angehängt, der dann die in vitro-Transkription des PCR-Produkts ermöglicht; anderen 
„Primern“ wurden Erkennungssequenzen von Restriktionsendonukleasen angeheftet, um Klonier-
ungen zu erleichtern (Scharf et al. 1986, Kaufman & Evans 1990). Dabei ist zu beachten, daß die 
unterschiedlichen Restriktionsenzyme eine spezifische Mindestanzahl an Basen im Bereich der Er-








5 µl 10× PCR-Puffer 
5 µl 25 mM MgCl2 
5 µl dNTP-Mix (mit 2,5 mM pro Desoxyribonukleosidtriphosphat) 
1 µl pro „Primer“ (10mM, je ein 5’- und ein 3’-„Primer“) 
ca. 20 - 100 ng DNA 
0,5 µl Taq-Polymerase 
auf 50 µl aufgefüllt mit H2O 
 
10× PCR-Puffer: 264 mg (NH4)SO4 
(10 ml) 7,5 ml 1 M Tris/HCl pH 9 
 2,5 ml H2O 
 10 µl Tween20 
 
 
Je nach Fragestellung wurden auch halbierte Ansätze verwendet. 
Taq-Polymerase und -Puffer wurden selbst hergestellt oder von Qiagen (Hilden) bezogen. Im Qiagen-
Puffer ist 15 mM MgCl2 enthalten, weshalb hier im Standardansatz der Zusatz von MgCl2 entfällt. 
Außerdem wurde für diese Ansätze nur 0,2 µl Taq-Polymerase (5 u/µl) verwendet. 
Zusätzlich zu den Versuchsansätzen wurde jeweils eine Kontrollreaktion ohne DNA ausgeführt 
(„Pufferkontrolle“), um mögliche Kontaminationen der Chemikalien auszuschließen. 10 µl eines jeden 
Ansatzes wurden auf einem Agarosegel analysiert (siehe Kapitel 2.10.1). 
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„Primer“ Markierung Gen Sequenz (5‘→3‘) 
M13rev  pBS GGAAACAGCTATGACCATG 
aadAli59  aadA TGCTGGCCGTACATTTGTACG 
aadAre60  aadA CACTACATTTCGCTCATCGCC 
K6  matK TTAGGGCATCCCATTAGTAAA 
K7  matK AAAAATATCCAAATACCAAA 
T7matK  matK CGCGCGTAATACGACTCACTATAGGGCCAGATCATT
GATACAAAA 
nb11  ndhB TTCATGCTTGTTTGAGTAATAGC 
nb-P12  ndhB GGTCTAATGAGGCTACTATG 
RMndhI  ndhI TAATTATAGTATTGATTTCGG 
RMndhG  ndhG TAGAATAAGGATATACAAACA 
ngseq IRD800 ndhG AAGGATATACAAACAAGAAC 
ng2  ndhG CTGGGATTAGTTCTTGTTTG 
petP1  petB GCCTTTCTACTTTAAGCTCCAC 
petP2  petB AATACCACAACCTACCCG 
T7petB  petB CGCGCGTAATACGACTCACTATAGGGCAAAGAATAA
CCAGTTAC 
petBseq IRD800 petB TTACGTGGAGTGCTAGTGTG 
petPseq  petB CCAATCCACTTTGACTCG 
psbAfor  psbA GGAGCTGAATATGCAACAGCAATCC 
psbArev  psbA ATCCCTACCTTATTGACGGC 
ClaPpsbDfor  PpsbD TTCCAATCGATCTTGAACTCACCGAATATTC 
BglXbaPpsD
rev 
 PpsbD TTCCAAGATCTTCTAGAGACAAATTCTTGTGGAATCC 
rpl2rev  rpl2 CCATAGTGTATGAGACAAATG 
rpl23-S  rpl23 ACCCGGGTTATTCTATTC 
trnK+16S  trnK CGAATCCCGGGCAACCCACTAGCAGCCGTCGTTCAA
TGAGAATG 
K1  trnK TTGCCCGGGATTCGAACCC 
K2  trnK ACTCAACGGTAGAGTACTC 
ycf1-a  ycf1 GTGACATTTCCGTTCTTATG 
ycf1-b  ycf1 AGTCTGGATACGGCAAAATC 
ycf1for-SacI  ycf1 TAAGTAGAGCTCGTTAGAATTGAGAAATTCTATGG 
ycf1rev-PstIa  ycf1 TCTCTATCTGCAGCTTTTTCCTTTCTTTTGTTCTCC 
ycf1rev-PstIb  ycf1 ATTTGACCTGCAGATTCGTTAATTATCTGATTACTC 
Pycf1-XbaI  ycf1 TCATATTCTAGACCAGAAATTGCAATAGAAAAG 
Pycf1-SacII  Pycf1 GAACTTCCGCGGTATAGAAAAGAAATAGAAAGA 
5S-SacII  5S GGATGACCGCGGGCTTAACACCTCTCATTCTTA 
ycf3-P9  ycf3 GTAATGACAGATCACGGCCAT 
ycf3-P14  ycf3 GGATGTCGGCTCAATCCGAAG 
Tabelle 2: Liste der verwendeten „Primer“ 
(Die verwendeten „Primer“ wurden von der Firma MWG-Biotech, Ebersberg synthetisiert.) 
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Verwendete PCR-Programme: 
 
Standardprogramm: 3 min 94 °C 
 30× 30 sec 94 °C 
  30 sec 50 °C 
  1 min 72 °C 
 3 min 72 °C 
 
Je nach Schmelztemperatur der eingesetzten „Primer“ wurde die „Annealing“-Temperatur erhöht oder 
gesenkt (siehe Text zu Beginn des Kapitels). Sollten längere Fragmente als 1,5 – 2 kB amplifiziert 
werden, wurde die Polymerisierungstemperatur auf bis zu 2,5 min verlängert. In schwierigen Fällen 
wurde ein Spezialprogramm für lange Amplifikate angewandt (ebenfalls mit je nach „Primer“ vari-
ierender „Annealing“-Temperatur), bei der die Polymerisierungstemperatur auf 65 °C gesenkt wurde, 
um die Reaktion der Taq-Polymerase zu verlangsamen. Dies sollte eine erhöhte Fehlerquote ver-
hindern. 
 
Spezialprogramm (lang): 5 min 94 °C 
 30× 30 sec 94 °C 
  45 sec 50 °C 
  5 min 65 °C 
 5 min 65 °C 
 
Verwendete PCR-Geräte:  Primus 96plus (MWG-Biotech, Ebersberg) 
 Cyclone 96 (peqlab, Erlangen) 




2.8.2 Präparation von Taq-Polymerase 
 
 
100 ml einer Kultur von Bakterien (in LB-Amp), die das Gen für die Taq-Polymerase in einem Ex-
pressionsvektor besitzen, wurden bei 37 °C bis zu einer OD600 von 0,2 – 0,3 kultiviert. Dann wurden 
500 µl 1 M IPTG dazu gegeben und über Nacht (16 – 20 h) weiter kultiviert (Schüttler Modell 
Kühner, B. Braun, Melsungen). Nach 5 minütiger Zentrifugation bei 5000 × g wurde das Bakterien-
sediment in 3 ml Puffer A resuspendiert und 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach Zugabe von 
3 ml Puffer B wurde 1 h bei 75 °C im Schüttler inkubiert. Der Ansatz wurde daraufhin 10 min bei 
12.000 × g zentrifugiert und der Überstand zuerst mit 1 Volumen SB mit 50 % Glycerin und dann mit 
2 Volumen SB mit 75 % Glycerin gemischt. In dieser Form wurde das aufgereinigte Enzym bei          
–20 °C aufbewahrt und bei Bedarf aliquotiert. 
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Puffer A: 50 mM Tris/HCl pH 8 (150 µl 1 M/3 ml) 
 50 mM Glucose (150 µl 1 M/3 ml) 
 1 mM EDTA pH 8 (6 µl 0,5 M/3 ml) 
 
Puffer B: 10 mM Tris/HCl pH 8 (30 µl 1 M/3 ml) 
 50 mM KCl (150 µl 1 M/3 ml) 
 1 mM EDTA pH 8 (6 µl 0,5 M/3 ml) 
 0,5 % Tween20 (15 µl/3 ml) 
 0,5 % NP40 (15 µl/3 ml) 
 
Storage Buffer (SB): 50 mM Tris/HCl pH 8 
 100 mM NaCl 
 0,1 mM EDTA pH 8 
 0,5 mM DTT 
 1 % Triton X-100 
 
SB & 50 % Glycerin: 300µl 1 M Tris/HCl pH 8/6 ml 
 120 µl 5 M NaCl/6 ml 
 1,2 µl 0,5 M EDTA pH 8/6 ml 
 30 µl 0,1 M DTT/6 ml 
 60 µl Triton X-100/6 ml 
 3 ml Glycerin/6 ml 
 
SB & 75 % Glycerin: 600 µl 1 M Tris/HCl pH 8/12 ml 
 240 µl 5 M NaCl/12 ml 
 2,4 µl 0,5 M EDTA pH 8/12 ml 
 60 µl 0,1 M DTT/12 ml 
 120 µl Triton X-100/12 ml 
 9 ml Glycerin/12 ml 
 
 
2.9 Sequenzierung von DNA 
(nach Sanger et al. 1977) 
 
Um die Nukleotidsequenz eines DNA-Fragments zu bestimmen, wurde dieses mit spezifischen 
„Primern“ amplifiziert (analog der PCR-Reaktion, siehe Kapitel 2.8, nur mit je einem „Primer“ bzw. 
unterschiedlich markierten, siehe Kapitel 2.9.2) unter Zugabe von Didesoxynukleotiden, die einen 
Kettenabbruch bewirken, weil aufgrund der fehlenden Hydroxygruppe kein weiteres Nukleotid mehr 
angehängt werden kann. So entsteht eine Gruppe von Amplifikaten unterschiedlicher Länge, die jedes 
in der Sequenz vorkommende Nukleotid repräsentieren; jedes einzelne Amplifikat ist um das ent-
sprechende Nukleotid länger als das vorhergehende (Sanger et al. 1977). Dabei wird mit vier Ansätzen 
gearbeitet, in die jeweils nur eine Sorte an Didesoxynukleotid gegeben wird. So gibt es je eine Spezies 
von Amplifikaten, die mit je einem in der Sequenz vorhandenen Nukleotid endet: ddATP, ddCTP, 
ddGTP und ddTTP mit unterschiedlich langen Produkten, die auf einem Polyacrylamidgel in vier 
separaten Spuren aufgetrennt werden. Diese Strategie wurde sowohl bei der radioaktiv markierten 
Sequenzierung als auch beim „energy-transfer fluorochrome dideoxynucleotide-labelling” (Rosen-
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blum et al. 1997) mit dem ABI 377 System (Applied Biosystems, USA) angewandt, wobei für jedes 
Nukleotid ein anderer Farbstoff Verwendung findet, alle vier Ansätze also in eine Spur geladen 
werden können (Kapitel 2.9.1). In einer anderen Technik wurden statt markierter Didesoxynukleotide 
Fluorochrom-markierte „Primer“ zu den entsprechenden vier Ansätzen gegeben und mit dem LI-COR 
4200IR2 Zwei Laser System (MWG Biotech, Ebersberg) detektiert (Kapitel 2.9.2). 
Die Auftrennung erfolgte in dünnen Polyacrylamidgelen (Sanger & Coulson 1978), die Harnstoff ent-
hielten, um eventuelle DNA-Sekundärstrukturen, die vor allem bei hohem G/C-Gehalt (>55 % auf-
treten, zu denaturieren (Deininger 1983). 
 
 
2.9.1 Sequenzierung mit dem ABI PRISM 377 System 




30 - 90 ng der zu sequenzierenden DNA (PCR-Produkt) wurde mit 0,5 - 1 µl „Primer“ (100 ng) ver-
setzt und mit H2O auf 8 µl aufgefüllt. Nach Zugabe von 2 µl Big Dye erfolgte die Sequenzierungs-
reaktion mit dem Programm ABITC1.cyc auf dem Primus 96plus Thermocycler (MWG-Biotech, 
Ebersberg). Danach wurde die DNA mit 90 µl H2O, 10 µl 3 M Natriumacetat und 250 µl Ethanol    
(100 %) gefällt, 20 min bei 20 °C und 15.000 × g zentrifugiert und das luftgetrocknete Sediment in      
4 µl Formamid/LBuffer (4:1) gelöst. Nach 3-minütigem Denaturieren bei 92 °C wurde die Probe auf 
Eis gehalten und 1 µl des Ansatzes auf ein Polyacrylamidgel aufgetragen (Probenbehandlung nach 
Chen & Seeburg 1985, Hsiao 1991). 
 
Sequenzgel (46 cm):  21 ml H2O 
 18 g Harnstoff 
 7,1 ml 30 % Acrylamidlösung 
 6 ml 10× TBE 
 
Nach Entgasung mittels Vakuumpumpe wurden 20 µl TEMED und 300 µl 10 % APS zur Poly-
merisation dazugegeben. Der Gellauf erfolgte bei 2.500 V, 45 °C für 11 h in 1× TBE für ABI. 
 
Laufpuffer (10× TBE für ABI): 1,34 M Tris/HCl pH 8,8 (108 g/l) 
 0,44 M Borsäure (55 g/l) 
 19,7 mM EDTA (7,4 g/l) 
 
Sequenzierprogramm:   2 min 95 °C 
(nach Ju et al. 1995) 99×  10 sec 95 °C 
  5 sec 46 °C 
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2.9.2 Sequenzierung mit dem LI-COR 4200IR2 System 
(Thermo Sequenase, Amersham-Pharmacia, Freiburg) 
 
In eine Mikrotiterplatte (Biometra, Göttingen) wurde je 1,5 µl pro Basenmix (vom Hersteller zur Ver-
fügung gestellt) vorgelegt. Außerdem wurden die zu sequenzierende DNA-Probe (ca. 50 ng für ein 
PCR-Produkt, ca. 250 ng für ein Plasmid), 1,5 µl markierter „Primer“ (10 ng bzw. 1,5 pmol/µl, 
Markierung RD800 oder 700) und 0,7 µl DMSO gemischt und mit H2O auf 14 µl aufgefüllt. Davon 
wurden auf Eis je 3,5 µl zum jeweiligen Basenmix gegeben. Die Sequenzierungsreaktion erfolgte mit 
dem Programm Licor55.cyc auf dem Primus 96plus Thermocycler (MWG-Biotech, Ebersberg). Un-
mittelbar danach wurden ca. 1,5 µl Stopplösung (vom Hersteller zur Verfügung gestellt) dazu gegeben. 
Vor dem Auftragen auf das Sequenzgel wurden die Proben 5 min bei 94 °C denaturiert. Aufgetragen 
wurden 1 – 1,5 µl. 
 
(SequiTherm EXCELTM II Long-ReadTM DNA Sequencing Kit-LC, Epicentre Technologies, Biozym, 
Hessisch Oldendorf) 
 
In eine Mikrotiterplatte (Biometra, Göttingen) wurden je 2 µl pro Basenmix (vom Hersteller zur 
Verfügung gestellt) vorgelegt. Außerdem wurden die DNA-Probe (ca. 50 ng für ein PCR-Produkt,          
ca. 250 ng für ein Plasmid), 2 µl markierter „Primer“ (10 ng/µl), 7,2 µl SequiTherm-Puffer und 1 µl 
SequiTherm DNA-Polymerase (5 u/µl) gemischt und mit H2O auf 16 µl aufgefüllt. Davon wurde auf 
Eis je 4 µl zum jeweiligen Basenmix gegeben. Die Sequenzierungsreaktion erfolgte wie oben mit dem 
Programm Licor55.cyc auf dem Primus 96plus Thermocycler (MWG-Biotech, Ebersberg). Vor dem 
Auftragen auf das Gel wurde mit dem Programm Seqdenat.cyc 5 min bei 95 °C denaturiert. 
 
Sequenzgel (LI-COR):  21 g Harnstoff 
(Rapid Gel XL 66 cm 4,6 %) 30,5 ml H2O 
 5 ml 10× TBE Long Run 
 5,6 ml RapidGelTM-XL-40 % (USBTM, Amersham-Pharmacia,  
 Freiburg) 
 500 µl DMSO 
 
Nach Sterilfiltration wurden 50 µl TEMED und 280 - 350 µl (je nach Raumtemperatur, bei höherer 
Temperatur weniger) 10 % APS zur Polymerisation dazugegeben. Der Gellauf erfolgte bei 45 °C und 
2.200 V über Nacht in 1× TBE für LI-COR. 
 
Laufpuffer (10× TBE für LI-COR): 4 M Tris/HCl pH 8,8 (324 g/l) 
 0,44 M Borsäure (55 g/l) 
 49,6 mM EDTA (18,6 g/l) 
 
Sequenzierprogramm: 2 min 95 °C 
 30× 15 sec 95 °C 
  30 sec 50 °C 
  1 min 72 °C 
 5 min 72 °C 
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2.10 Gelelektrophorese von Nukleinsäuren 
(nach Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
Nukleinsäuren können aufgrund ihrer negativen Ladung im elektrischen Feld nach ihrer Größe 
aufgetrennt werden. Der Kraft des elektrischen Feldes wirkt dabei die Reibung zwischen Molekül und 
Umgebung entgegen. Diese ist abhängig von Größe und Form des Moleküls und der Viskosität des 
Mediums. Damit ist die Geschwindigkeit eines Moleküls proportional zu Feldstärke und eigener Lad-
ung und umgekehrt proportional zu Molekülgröße und Viskosität des Mediums. Unter konstanten 
Bedingungen wandern große Moleküle somit langsamer als kleine. Durch Ethidiumbromid, das in die 
Nukleinsäuren interkaliert, werden sie im UV-Licht (λ = 254 nm) sichtbar (Sharp et al. 1973).  
Photographiert wurde mit einer elektronischen Kamera (Mitsubishi P66DE, Mitsubishi Electric 
Corporation, Japan) und ausgedruckt auf Thermal Paper K61B-CE (Mitsubishi Electric Corporation, 
Japan). Für die Agarosegele wurde SeaKemLE Agarose von Biozym Diagnostik GmbH (Hessisch 
Oldendorf). 
 








Tabelle 3: Optimale Agarosekonzentration zur Auftrennung von DNA 
Die empfohlene Agarosekonzentration zur optimalen Auftrennung von DNA bestimmter Größenordnungen 
bezieht sich auf lineare DNA Moleküle (nach Sambrook & Russell 2001). 
 
 
2.10.1 Gelelektrophorese von DNA 
 
Verwendet wurden 1 - 2 %ige Agarosegele mit 1 µl/30 ml Ethidiumbromid (10 mg/ml).  
 
Laufpuffer (10× TBE): 1,34 M Tris/HCl pH 8,8 (108 g/l) 
 0,44 M Borsäure (55 g/l) 
 25 mM EDTA (9,3 g/l) 
 (entspricht pH 8,3) 
 
Ladepuffer: 60 % Glycerin 
 0,1 % Xylencyanol 
 0,1 % Bromphenolblau 




λ-DNA (MBI-Fermentas, St. Leon-Rot) mit EcoRI und HindIII geschnitten mit Fragmenten von 
21.226/5.148/4.973/4.268/3.530/2.027/1.904/1.584/1.375/947/831/564 Bp 
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2.10.2 Gelelektrophorese von RNA 
 
 
2.10.2.1 RNA-Gele mit Formaldehyd  
(nach Lehrach et al. 1977) 
 
Einzelsträngige RNA kann Sekundärstrukturen ausbildet, die zu unberechenbaren Änderungen des 
Laufverhaltens im elektrischen Feld führen. Um dies zu verhindern wurde die RNA unter de-
naturierenden Bedingungen in 1 %igen Formaldehyd-Agarosegelen aufgetrennt.  
 
Agarosegel (1 %): 1 (0,5) g Agarose 
 74 (37) ml H2O 
 10 (5) ml 10× MOPS-Puffer 
 nach Aufkochen, auf ca. 60 °C abkühlen lassen 
 16 (8) ml Formaldehyd (37 %) 
 
Laufpuffer: 100 (30) ml 10× MOPS-Puffer 
 100 (30) ml Formaldehyd (37 %) 
 800 (240) ml H2O 
 
Die Angaben gelten für ein mittleres (14 cm × 12 cm) bzw. ein kleines (8,5 cm × 7 cm) Gel (Angaben 
für das kleine Gel in Klammern). 
 
10× MOPS-Puffer: 20 mM MOPS (42 g/l) 
  5 mM Natriumacetat (6,8 g/l) 
  1 mM EDTA (3,4 g/l) 
eingestellt auf pH 7 (mit NaOH) 
 
Ladepuffer: 50 % Formamid (100 µl/200 µl) 
 6,5 % Formaldehyd (35 µl 37 %/200 µl) 
 1× MOPS-Puffer (20 µl 10×/200 µl) 
 0,005 % Ethidiumbromid (1 µl 10 mg/ml /200 µl) 
 
 
Die RNA-Proben wurden mit 2,5 Volumen Ladepuffer 5 - 10 min bei 60 °C denaturiert und auf Eis 
gestellt. Währenddessen wurde das Gel ca. 15 min bei 100 V vorelektrophoretisiert. Danach wurden 
die Proben mit 1/10 Volumen DNA-Ladepuffer versetzt. 
Der Gellauf erfolgte bei 100 V (ca. 3½ h bei mittlerem, ca. 1½ h bei kleinem Gel). 
Photographiert wurde mit einer elektronischen Kamera (Mitsubishi P66DE, Mitsubishi Electric 
Corporation, Japan) und ausgedruckt auf Thermal Paper K61B-CE (Mitsubishi Electric Corporation, 
Japan). 
 
Größenmarker:  RNA-Ladder 0,24 - 9,5 kb (GibcoBRL, Eggenstein) 
  mit Fragmenten von 9,49/7,46/4,4/2,37/1,35/0,24 kB 
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2.10.2.2 RNA-Gele mit Glyoxal 
(nach McMaster & Carmichael 1977) 
 
 
Alternativ zu der unter 2.10.2.1 beschriebenen Methode, die durch den Zusatz von Formaldehyd nicht 
unerhebliche Gesundheitsrisiken birgt, kann die im Folgenden beschriebene Methode angewandt 
werden. 
 
Die zu untersuchende RNA wurde in einem Volumen von 4 µl mit 4 µl deionisiertem 30 %igem Glyo-
xal, 9,5 µl DMSO (wurde eventuell in geringerer Menge eingesetzt, wenn ein größeres Volumen für 
die RNA benötigt wurde) und 2,5 µl 10× MOPS (siehe Kapitel 2.10.2.1) für 45 min bei 50 °C 
inkubiert, danach auf Eis abgekühlt und nach Zugabe von 5 µl Ladepuffer (wie für DNA-Proben, mit 
zusätzlich 80 - 95 % Formamid) auf ein Agarosegel (wie für DNA, aber mit MOPS-Puffer) geladen 
(siehe Kapitel 2.10.1). Der Gellauf erfolgte bei 4 °C, ansonsten wie in Kapitel 2.10.2.1. 
 
Glyoxalvorbehandlung: 
20 ml Glyoxal wurden mit 3 µl Ionenaustauscher (AG 501-X8 Bio-Rad Resin, München oder 
AmberLite Ionenaustauschharz, Serva) 30 min bei Raumtemperatur inkubiert und dann sterilfiltriert 
(32 mm Acrodisc Syringe Filter 0,2 µm Supor Membrane, PALL Gelman Sciences, Dreieiech).    




2.10.3 Pulsfeldgelelektophorese (PFGE) 
(nach Schwartz & Cantor 1984, Anand 1986) 
 
 
Um extrem lange Nukleinsäurestücke in der Gelelektrophorese auftrennen zu können, wurde die 
Pulsfeldgelelektrophorese (PFGE) angewandt. In der hier verwendeten Methode sind mehrere 
Elektrodenpaare um das Gel verteilt (hexagonaler Aufbau), die abwechselnd für definierte Pulse 
Strom erzeugen, so daß die DNA immer wieder die Laufrichtung wechselt und sich praktisch 
Richtung Gelende schlängelt (Chu et al. 1986, Vollrath et al. 1987). Durch die so stark vergrößerte 
Laufstrecke können dann auch Fragmente von mehreren 1.000 kB voneinander getrennt werden. 
 
 
2.10.3.1 Herstellung von cp-DNA-haltigen Blöckchen für die Pulsfeldgelelektophorese 
 
Eine Chloroplastensuspension (Chloroplastenisolierung siehe Kapitel 2.15) mit einer Konzentration 
von 5 – 8,5 mg/ml Chlorophyll (Bestimmung siehe Kapitel 2.16) wurde mit einer LMP-Agaroselös-
ung (1 % Incert Agarose und 90 mM β-Mercaptoethanol in LMP) bei 42 °C (Agarose in flüssigem 
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Zustand) im Verhältnis 1:3 gemischt, in die Blöckchengießvorrichtung für die Pulsfeldgelelekto-
phorese gefüllt und bei 4 °C aufbewahrt, bis die Blöckchen fest geworden waren. Dann wurden die 
Blöckchen in Reaktionsgefäße überführt und mit 1,5 ml Lösung A (mit Detergenz) 15 min bei 
Raumtemperatur geschüttelt. Die Lösung wurde daraufhin durch 1,5 ml RNaseA-haltige (20 mg/ml) 
Lösung A (mit Detergenz) ersetzt und über Nacht bei 37 °C inkubiert. Es folgte eine Inkubation mit 
Lösung A (ohne Detergenz) mit Proteinase K (0,2 mg/ml) für 24 h bei 50 °C. Mit Lösung B wurde 
abschließend zwei mal 4 h und dann über Nacht bei 50 °C inkubiert. In frischer Lösung B wurden die 
Blöckchen schließlich bei 4 °C gelagert. 
 
LMP-Lösung: 125 mM Na-EDTA pH 8 
 330 mM Sorbit 
 25 mM Natriumcitrat/HCl pH 7 
 
Lösung A: 450 mM Na-EDTA pH 8 
 10 mM Tris/HCl pH 8 
 wahlweise mit 1 % SLS als Detergenz 
 




2.10.3.2 Durchführung der Pulsfeldgelelektophorese 
 
Ein einprozentiges Agarosegel wurde mit den halbierten Blöckchen aus Kapitel 2.10.3.1, die in      
0,75 ml TMP 15 min bei Raumtemperatur geschüttelt wurden, beladen und mit 0,9 % Low Melting 
Point Agarose versiegelt. Die Elektrophorese erfolgte in einer speziellen Pulsfeldgelelektrophorese-
kammer (LKB Bromma 2015 Pulsaphor Electrophoresis Unit) in 1× TBE 24 h bei 170 V und 12 °C, 
wobei der Anfangspuls von 60 sec kontinuierlich auf 0,1 sec sank. Nach dem Lauf wurde das Gel 1 h 
bei 4 °C in 150 ml 1× TBE mit 7,5 µl Ethidiumbromid (10 mg/ml) eingefärbt. Photographiert wurde 
mit einer elektronischen Kamera (Mitsubishi P66DE, Mitsubishi Electric Corporation, Japan), auf 
Thermal Paper K61B-CE (Mitsubishi Electric Corporation, Japan) ausgedruckt. Das gewünschte 
DNA-Fragment (monomere Plastidenchromosomen) wurde aus dem Gel ausgeschnitten und eluiert 
(siehe Kapitel 2.11.3). 
 
10× TBE (für Pulsfeldelektrophorese): 31,5 g Tris 
 16,1 g Borsäure 
 1,9 g Na-EDTA 
 mit H2O auf 260 ml aufgefüllt 
 
Größenmarker: λ DNA-PFGE von Amersham-Pharmacia, Freiburg 
 (48,5 kb Concatemere) 
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2.11 DNA-Elution aus Gelen 
 
Sollte DNA nach erfolgter Gelelektrophorese weiterverwendet werden, wurde das entsprechende 
Fragment aus einem Agarosegel eluiert. Je nachdem wie entscheidend die Reinheit für nachfolgende 
Experimente war, wurde eine der drei nachfolgenden Methoden angewandt. 
 
2.11.1 DNA-Elution aus Agarosegelen mit Glaswolle 
(nach Sambrook et al. 1989) 
 
Das aus einem Agarosegel ausgeschnittene DNA-Fragment wurde in einem Reaktionsgefäß mit be-
feuchteter silanisierter Glaswolle (alternativ wurde auch Polyesterwolle verwendet) ca. 10 min bei 
Raum-temperatur in einer Tischzentrifuge (Sigma 201 M) zentrifugiert. Aus der unter der Glaswolle 
befindlichen Flüssigkeit wurde danach mit 1/10 Volumen 3 M Natriumacetat und 2,5 Volumen       
100 % Ethanol die DNA gefällt, das Sediment mit 70 % Ethanol gewaschen und im gleichen Volumen 
H2O gelöst, das vorher auf das Gel aufgetragen worden war. 
 
2.11.2 DNA-Elution aus Agarosegelen mit DEAE-Membranen 
(nach Girvitz et al. 1980, Dretzen et al. 1981) 
 
Ein vorbehandeltes DEAE-Membranstückchen (NA 45, Schleicher & Schuell, Dassel) wurde in einen 
mit einem Skalpell eingeschnittenen Spalt unterhalb des gewünschten DNA-Fragments in ein 
Agarosegel eingesetzt. Bei 100 mA bzw. 60 V lief nun die DNA gegen die Membran und wurde dort 
gebunden, wobei nach Erfolg die Elektrophoresekammer umgepolt und 5 Sekunden in die 
Gegenrichtung elektrophoretisiert wurde, um die DNA leichter von der Membran lösen zu können. 
Die Membran wurde kurz in Wasser gespült, auf Whatmanpapier (Whatman 3MM Chromatography 
Paper von Whatman, England) getrocknet, dann kurz in Ethanol gespült und wieder auf Löschpapier 
getrocknet. Danach wurde die Membran in ein Reaktionsgefäß überführt, 500 µl NET-Puffer dazu 
gegeben und mindestens 1 h bei 65 °C inkubiert. Danach wurde ohne Zugabe von Salz gefällt, das 
Sediment mit 70 % Ethanol gewaschen und in 20 µl H2O gelöst. 
 
DEAE-Membran-Vorbehandlung: 10 min 10 mM EDTA pH 7,4 
 5 min 0,5 M NaOH 
 5 × 2 min H2O 
 
NET-Puffer: 1 M NaCl (20 ml 5 M/100 ml) 
 0,1 mM Na2EDTA pH 8 (20 µl 0,5 M/100 ml) 
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2.11.3 DNA-Elution mit dem QIAEXII Agarose Gel Extraction Kit 
(nach Anleitung des Herstellers) 
 
Nach der Pulsfeldelektrophorese (Kapitel 2.10.3) wurde die DNA aus Agarosegelen mit dem QIAEXII 
Agarose Gel Extraction Kit von Qiagen (Hilden) nach Anleitung des Herstellers isoliert. Nach 
Schmelzen der Agarose wurde hierbei die DNA durch hohe Salzkonzentration an Silicagelpartikel 
geheftet und nach Reinigung mit H2O wieder gelöst. Dazu wurde das ausgeschnittene Gelstückchen 
mit 300 µl QX1-Puffer (für ca. 100 mg Gel) und 10 µl QIAEX II 10 min bei 50 °C geschmolzen, kurz 
abzentrifugiert und das Sediment einmal mit 500 µl QX1-Puffer und zweimal mit PE-Waschpuffer 
gespült und luftgetrocknet. Nach Lösen in 20 µl H2O wurde nochmals mindestens 20 min bei 50 °C 
inkubiert und nochmals kurz zentrifugiert. Der klare Überstand enthielt die gereinigte DNA. 
 
 
2.12 Transfer von Nukleinsäuren 
 
Um elektrophoretisch aufgetrennte Nukleinsäurefragmente mit spezifischen radioaktiv markierten 
Sonden hybridisieren zu können, wurden sie aus den jeweiligen Elektrophoresegelen auf Membranen 
(Biodyne A Transfer Membrane 0,2 µm, PALL Gelman Sciences, Dreieich; ProtranNitrocellulose 
Transfer Membrane, Schleicher & Schuell, Dassel; Nylon-Membran HybondTM-N, Amersham-
Pharmacia, Freiburg) transferiert. 
 
2.12.1 “Southern Blot” 
(nach Southern 1975, Reed & Mann 1985) 
 
Zum Denaturieren der DNA wurde das zu „blottende“ DNA-Gel vor dem Transfer 30 min mit De-
naturierungslösung, zwei mal kurz mit Wasser und dann 40 min mit Neutralisierungslösung 
gewaschen. Danach wurde das Gel auf eine Pufferbrücke aus einem in 5× SSC eingetauchten What-
manpapierstück (Whatman 3MM Chromatography Paper von Whatman, England) gelegt. Darauf 
wurde eine Membran, 2 Lagen Whatmanpapier und ca. 20 cm Filterpapierlagen geschichtet. Das 
Ganze wurde durch eine Glasplatte beschwert. Der Transfer erfolgte über Nacht. Die Fixierung der 
einzelsträngigen DNA auf der Membran erfolgte durch UV-Bestrahlung im UV-StratalinkerTM 1800 
(Stratagene, Heidelberg) für 1 min bei 254 nm und 1200 µJoule ×100 und/oder durch „Backen“ bei 
80°C. 
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Denaturierungslösung: 0,5 M NaOH (20 g/l) 
 1,5 M NaCl (87,6 g/l) 
 
Neutralisierungslösung: 3 M NaCl (175 g/l) 
 0,5 M Tris/HCl pH 7 (60,5 g/l) 
 
20× SSC: 3 M NaCl (175 g/l) 
 0,3 M Natriumcitrat (88 g/l) 
 
 
2.12.2 „Northern Blot“ 
(nach Meinkoth & Wahl 1984) 
 
Der Aufbau des „Blots“ und die Fixierung auf der Membran erfolgte wie beim „Southern Blot“. Da 
RNA einzelsträngig vorliegt und der Gellauf unter denaturierenden Bedingungen stattfand (siehe 
Kapitel 2.10.2), wurden RNA-Gele ohne vorheriges Denaturieren „geblottet“. 
 
 
2.13 Herstellung radioaktiv markierter Sonden 
 
2.13.1 Radioaktive Markierung einer DNA-Sonde 
(mit dem DecaLabelTM DNA Labelling Kit, MBI Fermentas, Litauen, nach Anleitung des 
Herstellers, nach Feinberg & Vogelstein 1983 und 1984) 
 
Ca. 35 - 50 ng DNA, z.B. ein PCR-Produkt, wurden mit 5 µl „random primer“ (in 5× Puffer) und de-
ionisiertem H2O auf 20 µl aufgefüllt und 5 - 10 min bei 100 °C inkubiert, danach auf Eis gehalten. 
Nach Hinzufügen von 1,5 µl MixC (enthält dNTPs ohne dCTP) oder MixA (enthält dNTPs ohne 
dATP), 3 µl [α-32P]-dCTP bzw. –dATP (10 µCi/µl, Amersham-Pharmacia, Freiburg) und 0,5 µl 
Klenow-Enzym (10 u/µl) wurde 5 - 15 min bei 37 °C inkubiert. Nach Zugabe von 2 µl dNTP-Mix 
wurde nochmals 5 - 15 min bei 37 °C inkubiert und schließlich die Reaktion mit 0,5 µl 0,5 M EDTA 
pH 8 gestoppt. Unmittelbar vor dem Hybridisieren von Membranen wurde die Sonde 3 – 5 min bei    
95 °C denaturiert. 
 
Verwendete DNA-Sonden: aadA  (PCR-Produkt von der aadA-Kassette mit den „Primern“ aadAre60/ 
  aadAli59) 
 ycf1  (PCR-Produkt von Tabak-DNA mit den „Primern“ ycf1-a/ycf1-b) 
 psbA (PCR-Produkt von Tabak-DNA mit den „Primern“ psbAfor/ 
  psbArev) 
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2.13.2 Radioaktive Markierung einer RNA-Sonde 
(nach Melton et al. 1984) 
 
Radioaktive RNA-Sonden wurden hergestellt, indem ein spezifisches DNA-Stück unter Zugabe eines 
radioaktiven Ribonukleosidtriphosphats (hier UTP) transkribiert wurde: 2 µl 10× Puffer (NEB) 
wurden mit 2 µl 0,1 M DTT, 4 µl rNTP-Mix (mit 2,5 mM pro Ribonukleosidtriphosphat, aber ohne 
UTP) versetzt. Darauf wurden 5 µl [α-32P]-UTP (10 µCi/µl, Amersham-Pharmacia, Freiburg), 0,2 bis 
1 µg des zu transkribierenden DNA-Stücks, das einen T7-Promotor enthalten muß (z.B. durch PCR-
“Primer“, der die entsprechende Promotorsequenz angehängt hatte, hinzugefügt) mit 0,5 µl T7-RNA-
Polymerase (50 u/µl, NEB) dazu gegeben und 30 min bis 1 h bei 37 °C inkubiert. Je nach Verwendung 




Verwendete RNA-Sonden: petB  (PCR-Produkt von Mais-cDNA mit den „Primern“ petP1/ 
  ADT7petB) 
 matK (PCR-Produkt von Tabak-DNA mit den „Primern“ K6/T7matK) 
 
 
2.14 Hybridisierung von Nukleinsäuren mit radioaktiv markierten Sonden 
(nach Meinkoth & Wahl 1984) 
 
Um unspezifische Bindungen im Hintergrund zu verhindern, wurde die Transfermembran nach dem 
„Southern“ oder „Northern Blot“ (siehe Kapitel 2.12) mehrere Stunden bei 65 °C mit dem 
Hybridisierungspuffer „Manhattan“ prähybridisiert. Die im Hybridisierungspuffer enthaltene de-
naturierte Heringssperma-DNA bindet die transferierten Nukleinsäuren schwach und unspezifisch, so 
daß die spezifische Sonde nur dort eine Bindungschance bekommt und die Heringssperma-DNA ver-
drängen kann, wo sie wirklich paßt.  
Nach der Prähybridisierung wurde die denaturierte (3 – 5 min, 95 °C) radioaktiv markierte Sonde 
(siehe Kapitel 2.13) zugegeben und über Nacht unter Drehen bei 60 bis 65 °C inkubiert 
(Hybridisierungsofen der Firma Bachofer Laboratoriumsgeräte, Reutlingen). Daraufhin wurde die 
Membran mit 2× SSC, 0,1 % SDS, mit 1× SSC, 0,1 % SDS und eventuell noch mit 0,5× SSC, 0,1 % 
SDS (zunehmende Stringenz) bei 65 °C gewaschen, bis die Membran nur noch schwach radioaktive 
Zonen aufwies bzw. im Waschpuffer keine Radioaktivität mehr nachzuweisen war. Die gewaschene 
Membran wurde in Frischhaltefolie eingepackt und je nach Stärke des Signals 30 min bis mehrere 
Tage in einer lichtundurchlässigen Röntgenkassette mit einem PhoshoImage-Screen belegt. Die 
Signale auf der „Imaging Plate“ wurden im BAS 1500 (Fujifilm, Japan) eingelesen und mit dem 
Programm TINA 2.0 ausgewertet. 
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Sollte die Membran erneut mit einer anderen Sonde hybridisiert werden, wurde die vorherige Sonde 
mit 1 % kochendem SDS und 30 minütiger Inkubation bei 85 °C abgelöst. 
 
Hybridisierungslösung „Manhattan“: 5× SSC (250 ml 20×/l) 
 0,5 % SDS (25 ml 20 %/l) 
 10 mM Tris/HCl pH 7,4 (10 ml 1 M/l) 
 20 mM Natriumphosphatpuffer pH 6,5 (20 ml 1 M/l) 
 2 mM EDTA pH 7,4 (4 ml 0,5 M/l) 
  
Pro 200 ml Lösung wurden vor Verwendung 4 ml denaturierte (10 min, 100 °C) 1 % Heringssperma-
DNA frisch dazu gegeben. 
 
20× SSC: 3 M NaCl (175 g/l) 
 0,3 M Natriumcitrat (88 g/l) 
 
 
2.15 Isolierung von Chloroplasten 
(nach Robinson & Barnett 1988) 
 
Um aus Pflanzenblattmaterial intakte Chloroplasten zu isolieren, ist eine vorsichtige, schonende Hand-
habung und stetige Kühlung wichtig. Außerdem sind Medien notwendig, die das Milieu innerhalb der 
Pflanzenzelle simulieren. Um dies zu erreichen, werden ein Osmotikum (hier Sorbit), ein Puffersystem 
(hier Isoascorbatpuffer) und bestimmte Ionen benötigt. Beim Aufschluß der Pflanzenzelle werden oft 
viele Salze aus der Vakuole freigesetzt, weswegen die Zugabe eines Komplexbildners (hier EDTA) 
erforderlich sein kann. Schutz vor Oxidationen bietet hier zusätzlich das Isoascorbat. Um einen 




Blätter wurden in Stücke geschnitten und mit ca. 250 ml 1× Homogenisationspuffer im Mixer 
(Waring Commercial Blendor, USA) homogenisiert. Das Homogenat wurde durch Miracloth (Cal-
biochem, USA) filtriert und in einer Beckman AvantiTM J-25-Zentrifuge (Unterschleissheim-Lohhof) 
bei 4 °C kurz auf 4.000 × g beschleunigt. Das Sediment wurde vorsichtig in ca. 1 ml 1× Homo-
genisationspuffer resuspendiert und die Suspension dann auf einen Percollgradienten gegeben und    
10 min bei 4 °C und 6.000 × g zentrifugiert. Im Gradienten zeigten sich zwei grüne Fragmente (intakte 
Chloroplasten auf der 80 %-Stufe, aufgebrochene im oberen Drittel), die vorsichtig abgenommen, mit 
je 2 Volumen 1× Homogenisationspuffer gemischt und 30 sec bei 4.000 × g zentrifugiert wurden. Die 
Chloroplasten wurden entweder eingefroren (für einfache Tests, DNA- und Proteinisolierung, wo kein 
Wert auf die Intaktheit gelegt wurde) oder frisch (intakte Chloroplasten) in die Blöckchenherstellung 
für die Pulsfeldgelelektrophorese (siehe Kapitel 2.10.3.1) eingesetzt. 
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5× Homogenisationspuffer (pH 6,8): 1,65 M Sorbit (90 g/300 ml) 
 5 mM Natriumpyrophosphat (12 ml 125 mM/300 ml) 
 250 mM HEPES (75 ml 1 M/300 ml) 
 10 mM EDTA pH 8 (6 ml 0,5 M/300 ml) 
 5 mM MgCl2 (1,5 ml 1M/300 ml) 
 5 mM β-Mercaptoethanol (105 µl/300 ml) 
 
Isoascorbatpuffer (pH 7): 500 mM Isoascorbat (1,5 g/15 ml) 
 50 mM HEPES (750 µl 1 M/15 ml) 
 (ca. 5 Tropfen 1 M NaOH) 
 
1× Homogenisationspuffer: 100 ml 5× Homogenisationspuffer 
 5 ml Isoascorbatpuffer 




 40 %ige Lösung 80 %ige Lösung 
Percoll 8 ml 8 ml 
5x Homogenisationspuffer 4 ml 2 ml 
PEG 6000 2 g 1 g 
Isoascorbatpuffer 0,2 ml 0,1 ml 
H2O auf 20 ml aufgefüllt --- 
 
 
Pro 30 ml-Zentrifugenröhrchen (Corex®, Sigma-Aldrich, Steinheim) wurde 16 ml 40 %ige Percoll-
lösung mit 9 ml 80 %iger Percoll-Lösung unterschichtet. 
Das Verfahren wurde bei limitierenden Blattmaterialmengen auch in kleinerem Maßstab (1/10) aus-
geführt (siehe Kapitel 3.1.2). Dabei wurden 100 µl einer Chloroplastensuspension auf einen Percoll-
gradienten gegeben, der in einem 2 ml-Reaktionsgefäß aus 0,6 ml 80 % und 1,2 ml 30 % Percoll-
lösung hergestellt worden war. 
 
2.16  Isolierung von Proteinen 
(nach Meurer et al. 1996) 
 
Blattstücke wurden in flüssigem Stickstoff fein zermörsert und unter Rühren in ein Gefäß mit ca. 3 ml 
(je nach Blattmenge) Homogenisationspuffer gegeben und 10 min auf Eis inkubiert. Das Homogenat 
wurde durch Miracloth (Calbiochem, USA) filtriert und 10 min bei 10.000 × g zentrifugiert. Der Über-
stand enthielt die lösliche Proteinfraktion, das Membransediment wurde in Carbonatpuffer re-
suspendiert. Für den Einsatz in der SDS-Gelelektrophorese wurden diese Proben mit Inkubations-
puffer versetzt. 
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Homogenisationspuffer: 10 mM EDTA (20 µl 0,5 M/ml) 
 2 mM EGTA (4 µl 0,5 M/ml) 
 50 mM Tris/HCl pH 8 (50 µl 1 M/ml) 
 10 mM DTE (10 µl 1 M/ml) 
 
Carbonatpuffer: 100 mM Na2CO3 
 10 % Saccharose 
 50 mM DTE 
 
Konzentrationsbestimmung von Proteinen für die Gelelektrophorese: 
 
1. Auf ein Whatmanpapierstück (Whatman 3MM Chromatography Paper von Whatman, England) 
wurden Tropfen verschiedenen Volumens (meist 1, 2 und 5 µl) der Proteinproben pipettiert und 
beschriftet. Dann wurde das Whatmanpapier kurz mit Coomassie (siehe Kapitel 2.18.1) angefärbt 
und mit Wasser abgespült, bis nur noch die Proteintropfen angefärbt waren. Anhand der unter-
schiedlich starken Färbung konnten die Proteinkonzentrationen der einzelnen Tropfen einander 
angeglichen und entsprechend in die PAGE eingesetzt werden (Kapitel 2.17). 
2. Bestimmung nach Bradford (1976): verschiedene Volumina der Proteinproben (z.B. 1 µl, 5 µl, 
eventuell aus Verdünnungen) wurden in je 1 ml Bradford-Reagenz pipettiert, gemischt und kurz 
bei Raumtemperatur inkubiert. Bei der Bindung von Coomassie Brilliant Blue G-250 an Proteine 
verschiebt sich dessen Absorptionsmaximum von 465 auf 595 nm. Diese Verschiebung der 
Absorption korreliert mit der gebundenen Proteinmenge. Die OD595 der Proben wurde mit den 
Werten einer Eichkurve, die mit definierten Mengen an BSA erstellt worden war, verglichen. 
 
 Bradford-Reagenz: Coomassie Brilliant Blue G 250 (100 mg/l) 
 100 % Ethanol (50 ml/l) 
 85 % Phosphorsäure (100 ml/l) 
 
3. Chlorophyllbestimmung nach Arnon (1949): verschiedene Volumina der Proteinproben (z.B. 1 µl, 
5 µl, eventuell aus Verdünnungen) wurden mit je 1 ml 80 % Aceton gemischt und 3 min bei 
Raumtemperatur inkubiert. Ausgefallene Proteine wurden abzentrifugiert und danach wurde die 
optische Dichte des Überstandes bei zwei verschiedenen Wellenlängen bestimmt (663 und        
645 nm) und mit folgender Formel die Chlorophyllkonzentration errechnet: (OD663 × 8,02) + 
(OD645 × 20,2) = mg Chl/l. Bei Wildtyppflanzen mit intakten Photosynthesekomplexen kann man 
davon ausgehen, daß 1 µg Chlorophyll ungefähr 10 µg Gesamtprotein entsprechen. 
 
Sollten Proteine aus isolierten Chloroplasten (siehe Kapitel 2.15) elektrophoretisch aufgetrennt 
werden, so wurden die Chloroplasten mit 50 mM HEPES osmotisch geschockt (10 min bei Raum-
temperatur). Nach einer Zentrifugation von 10 min bei 15.000 × g konnten die Stromaproteine im 
Überstand und die Thylakoidmembranen als Sediment, das in Carbonatpuffer gelöst wurde, getrennt 
werden. 
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2.17 Gelelektrophorese von Proteinen 
(nach Westermeier et al. 1989, Rehm 2000) 
 
 
Mit der Gelelektrophorese von Proteinen wurde in den 60er Jahren begonnen (Ornstein 1964, Davis 
1964, Shapiro et al. 1967), bis sie 1970 mit der Entwicklung SDS-haltiger Polyacrylamidgele, die 
auch heute noch fast unverändert angewandt werden, vervollkommnet wurde (Laemmli 1970, Kapitel 
2.17.1). Dabei handelt es sich um ein diskontinuierliches Puffersystem: Ein pH-Wertsprung zwischen 
Sammel- (pH 6,8) und Trenngel (pH 8,8) bewirkt, daß die Proteine an der Grenze zwischen Trenn- 
und Sammelgel zurückgehalten werden, so daß sie sich vor der eigentlichen Auftrennung in einer 
Front sammeln. Zusätzlich ist die Polyacrylamidkonzentration im Sammelgel so niedrig, daß die 
größeren Proteine zunächst nicht zurückgehalten werden. Das im Laufpuffer enthaltene hydrophile 
Glycin (als Folgeion) ist bei pH 6,8 im Sammelgel ungeladen (und nicht mit SDS beladen), so daß bei 
Anlegen des Stroms zunächst die Cl--Ionen im Gel und die durch SDS-Beladung negativ geladenen 
Proteine in Richtung Anode wandern. An der Grenze zum Trenngel werden die Proteine von den 
Gycinionen überholt, der pH-Wert steigt auf ca. 9,5, damit erhalten die Proteine eine höhere Netto-
ladung und der Gellauf wird beschleunigt. Der Einsatz von SDS bewirkt zum einen eine Überdeckung 
der individuellen Ladung eines Proteins, so daß der Molekularsiebeffekt der porösen Polyacryl-
amidgelschicht die SDS-Proteinkomplexe nach ihrem Stokes-Radius und damit nach ihrem 
Molekulargewicht auftrennt. Zum anderen werden durch SDS-Behandlung Wasserstoffbrücken ge-
spalten, hydrophobe Wechselwirkungen aufgehoben, Aggregatbildungen von Proteinen verhindert und 
Sekundärstrukturen aufgehoben, wobei erst die Zugabe von β-Mercaptoethanol oder DDT eine voll-
ständige Streckung der Polypeptide bewirkt. Unter konstanten Bedingungen wandern so große Mole-
küle langsamer als kleine.  
Je nachdem, ob man die größeren oder die kleineren Proteine besser auftrennen möchte, wählt man ein 
niedrig- bzw. höherprozentiges Polyacrylamidgel und variiert dadurch die Porengröße. Bei sehr 
kleinen Proteinen wird die Auflösung jedoch ungenügend. Aus diesem Grund haben Schägger und von 
Jagow ein spezielles Gel- und Puffersystem für kleine Peptide entwickelt (Schägger & von Jagow 
1987, Kapitel 2.17.2).  
Die Elektrophoresen erfolgten in einer selbstgebauten Flachgelapparatur nach Studier (1973). 
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2.17.1 Analytische SDS-PAGE nach Laemmli 
(nach Laemmli 1970) 
 
Je nach Größe der zu untersuchenden Proteine wurde die Polyacrylamidkonzentration der Gele so aus-
gewählt, daß in diesem Bereich die deutlichste Auftrennung zu erreichen war: 
 
Masse der untersuchten Proteine geeignete Polyacrylamidkonzentration 
bis 14 kDa Gradient von 12 bis 22 % PAA 
20 – 35 kDa 18 % PAA 
30 – 40 kDa 15 % PAA 
60 – 100 kDa 12 % PAA 
> 100 kDa 7,5 % PAA 
> 200 kDa Gradient 5 – 15 % PAA 
Tabelle 4: Optimale PAA-Konzentrationen zur Auftrennung von Proteinextrakten 





Trenngel:  x % Polyacrylamid (30:0,8 %) 
 375 mM Tris/HCl pH 8,8 (3 M) 
 0,1 % SDS (10 %) 
 30 µl TEMED/30ml  
 90 µl10 % APS/30ml  
 
Polyacrylamid (30:0,8 %):  292 g 2× Acrylamid/l 
 8 g 2× N,N‘-Methylenbisacrylamid/l 
 
Sammelgel: x % Polyacrylamid (30:0,8 %) 
 125 mM Tris/HCl pH 6,8 
 0,1 % SDS (10 %) 
 50 µl TEMED/30 ml 
 150 µl 10% APS/30 ml 
 
Acrylamidlösung: 120 g Acrylamid 
 3,75 g N,N‘-Methylenbisacrylamid 
 auf 250 ml mit H2O aufgefüllt 
 
Protokoll für Gradientengele: 
 12 %              bzw. 5 % 22 %               bzw. 15 % 
Polyacrylamid (30:0,8 %) 12 ml             bzw. 5 ml 22 ml              bzw. 15 ml 
3 M Tris/HCl pH 8,8 3,75 ml 3,75 ml 
10 % LDS 300 µl 300 µl 
70 % Saccharose 1 ml 3 ml 
H2O 12,95 ml 0,95 ml 
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Flüssige Proteinproben wurden im Verhältnis 1:1 mit Inkubationspuffer versetzt. Proben mit 
Thylakoidmembranproteinen wurden 10 min bei Raumtemperatur inkubiert und anschließend für      
30 sec auf 70 °C erhitzt. Proben mit wasserlöslichen Proteinen wurden für 2 min bei 100 °C gekocht. 
Danach wurde 1 min bei 15.000 × g zentrifugiert und sofort auf das Proteingel aufgetragen, da de-
naturierte Proteine (z.B. nach Einwirken des anionischen Detergenz SDS) anfälliger gegen den Angriff 
der in einer Gesamtproteinfraktion enthaltenen Proteasen sind. 
 
Inkubationspuffer:  250 mM Tris/HCl pH 6,8 
 4 % LDS 
 20 % Glycerin  
 10 % β-Mercaptoethanol  
 0,004 % Bromphenolblau 
 
Laufpuffer:  50 mM Tris 
 384 mM Glycin 
 0,1 % SDS (10 %) 
 
Mittlere Gele (Standardgelgröße) wurden bei konstant 20 mA über Nacht (16 h) bei Raumtemperatur 
elektrophoretisiert. 
 
Standardgelgröße: 1,5 mm × 20 cm × 20 cm 
 
Größenmarker: SDS-6H mit Fragmenten bei 205/116/97,4/66/45/29 kDa 




2.17.2 Analytische SDS-PAGE nach Schägger und von Jagow 
(nach Schägger & von Jagow 1987) 
 
 
Wenn kleinere Proteine aufzutrennen waren, die im „Laemmligel“ (siehe Kapitel 2.17.1) nicht mehr 
aufgelöst werden, wurde die PAGE nach Schägger und von Jagow angewandt. Hierbei gibt es keinen 
pH-Unterschied zwischen Trenn- und Sammelgel, dafür wird die Molarität der Puffer erhöht, und ein 
Kathodenpuffer mit Folgeion und ein Anodenpuffer ohne eingesetzt. Glycin wird dabei durch Tricin 
als Folgeion ersetzt. 
 
 
Trenngel (16,5 %):  20 ml Polyacrylamid (49,5:3 %) 
 20 ml Gelpuffer 
 8 g Glycerin 
 auf 60 ml mit H2O aufgefüllt 
 20 µl TEMED  
 200 µl 10 % APS 
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Sammelgel:  2 ml Polyacrylamid 
 6,5 ml Gelpuffer 
 auf 25 ml mit H2O aufgefüllt 
 20 µl TEMED  
 200 µl 10 % APS 
 
Gelpuffer:  3 M Tris/HCl pH 8,5 
 0,3 % SDS 
 
Acrylamidlösung: 120 g Acrylamid 
 3,75 g Bis-Acrylamid 
 auf 250 ml mit H2O aufgefüllt 
 
5× Kathodenpuffer:  0,5 M Tris 
 0,5 M Tricin pH 8,25 
 0,5 % SDS 
 
5× Anodenpuffer:  1 M Tris/HCl pH 8,9 
 
Probenbehandlung und Inkubationspuffer erfolgte wie bei der Laemmli-PAGE (siehe Kapitel 2.17.1).  
 
 
Elektrophorese für 20 cm × 20 cm × 1,5mm Gele (Standardgelgröße): 
Gestartet wurde mit 80 V, bis die Proben ins Gel eingelaufen waren, dann erfolgte die Elektrophorese 
bei konstant 50 mA für 20 h bei Raumtemperatur. 
 
 
2.18 Anfärbung von Proteinen 
 
2.18.1 Proteinfärbung mit Coomassie 
(nach Piccioni et al. 1982) 
 
Bei größeren Proteinmengen ist das Anfärben von Proteinen mit Coomassie ausreichend. Die Gele 
(siehe Kapitel 2.17) wurden mit 20 % Trichloressigsäure 1 h bei Raumtemperatur fixiert und danach 
mit Wasser gewaschen. Die Färbung erfolgte daraufhin mit: 
 
 0,1 % Coomassie Blue R 250 (Serva, 1 %ige Lösung in Methanol) 
 30 % Methanol 
 12 % Essigsäure 
 
1 bis 2 h bei 50 °C oder über Nacht bei Raumtemperatur. 
 
Entfärbt wurde mit 12 % Essigsäure, die immer wieder gewechselt wurde, bis nur noch die Protein-
fragmente blau gefärbt waren und der Hintergrund kein Coomassie mehr enthielt. 
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2.18.2 Silberfärbung von Proteinen 
(nach Blum et al. 1987) 
 
Bei geringeren Proteinkonzentrationen wurde zusätzlich eine Silberfärbung vorgenommen, da diese 
um ein Vielfaches empfindlicher ist (bis ca. 5 ng Protein/Fragment) als die Färbung mit Coomassie 
(bis ca. 1 µg Protein/Fragment, Kapitel 2.18.1). Vorfärbung mit Coomassie soll die Silberfärbung 
noch verstärken (De Moreno et al. 1985). Der Nachteil der Silberfärbung ist die mangelnde 
Quantifizierbarkeit und schwierige Reproduzierbarkeit. Außerdem werden auch Nukleinsäuren, 
Lipopolysaccharide, Lipide und Glykolipide mit gefärbt. 
Die Gele wurden 1 h bei Raumtemperatur fixiert mit: 
 
  50 % Ethanol 
 12 % Essigsäure 
 0,05 % Formaldehyd (1,35 ml 37 %/l) 
 
und anschließend 3 mal 30 min mit 50 % Ethanol gewaschen.  
Vor der Färbung wurde 1,5 min mit 0,02 % Natriumthiosulfat vorbehandelt und 3 mal 30 sec mit 
Wasser gewaschen. 
Es folgte die Imprägnierung für 30 min mit 0,2 % Silbernitrat und 0,075 % Formaldehyd im Dunkeln, 
woraufhin 2 mal mit Wasser gewaschen wurde. 
Die Entwicklung der Silberfärbung erfolgte mit 
 
 6% Natriumcarbonat (6 g/100 ml) 
 0,05% Formaldehyd (135 µl 37 %/100 ml) 
 0,0004% Natriumthiosulfat (4 µl 10 %/100 ml) 
 
und wurde mit 50 % Ethanol und 12 % Essigsäure gestoppt, sobald die Proteinfragmente sichtbar 
wurden. 
(Die angegebenen Zeiten gelten für 1,5 mm dicke Gele.) 
 
2.19 Transfer von Proteinen („Western Blot“) 
(nach Towbin et al. 1979, Sambrook et al. 1989, Sambrook & Russell 2001) 
 
Um elektrophoretisch aufgetrennte Proteine mit spezifischen Antiseren hybridisieren zu können, 
wurden sie aus Gelen auf Membranen (BiotraceTM NT 0,45 µm, PALL Gelman Sciences, Dreieich; 
PVDF Transfer Membrane 0,45 µm und Hybond-P, Amersham-Pharmacia, Freiburg) transferiert. 
Dazu wurde das zu „blottende“ Gel (im Falle von Schägger und von Jagow von Kathodenpuffer 
benetzt) auf die Kathodeneinheit der Transfer-Apparatur (Owl Separation Systems, peqlab, Erlangen) 
auf drei mit Kathodenpuffer befeuchtete, auf Gelgröße zurecht geschnittene Whatmanpapierstücke 
(Whatman 3MM Chromatography Paper von Whatman, England) gelegt. Dies wurde mit der ent-
sprechenden Transfermembran belegt; Nitrocellulosemembranen wurden in 10 % Methanol und 
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PVDF-Membranen in 100 % Methanol vorbehandelt und nach zweimaligem Waschen in Wasser mit 
Anodenpuffer II befeuchtet. Darauf wurden zwei mit Anodenpuffer II befeuchtete und drei mit 
Anodenpuffer I befeuchtete Whatmanpapierstücke (in Gelgröße) geschichtet, eventuelle Luftblasen 
entfernt und die Anodeneinheit im Deckel des Gerätes aufgesetzt. Der Transfer erfolgte für zwei 
Stunden mit konstantem Strom, dessen Stärke von der Größe des Gels abhängig war und mit folgender 
Formel errechnet wurde: Länge × Breite × 0,8 = Stromstärke in mA. 
 
Kathodenpuffer: 40 mM ε-Aminocapronsäure 
 0,01 % SDS 
 
Anodenpuffer II: 25 mM Tris 
 
Anodenpuffer I: 0,3 M Tris 
 
2.20 Hybridisierung von Proteinen mit Antiseren 
 
2.20.1 Immunodetektion mit alkalischer Phosphatase 
(nach Blake et al. 1984) 
 
Nach dem Transfer von Proteinen auf eine Membran (siehe Kapitel 2.19) wurde diese für 30 – 60 min 
bei Raumtemperatur in 1× PBS-T mit Trockenmilch (Magermilchpulver von Saliter, Obergünzburg) 
blockiert. Danach wurde mit dem aus Kaninchenblut gewonnenen spezifischen 1. Antiserum (definiert 
verdünnt in 1× PBS-T mit Trockenmilch) 1 - 2 h inkubiert. Nicht gebundene Antikörper wurden vier-
mal für je 5 bis 10 min mit 1× PBS-T mit Trockenmilch abgewaschen, bevor der mit alkalischer 
Phosphatase gekoppelte 2. Antikörper (anti-Kaninchenantikörper, in 1× PBS-T mit Trockenmilch, 
Verdünnung 1:20.000) 1 bis 2 h inkubiert wurde. Nach zweimaligem Waschen mit 1× PBS-T wurde 
zweimal mit Äquilibrierungslösung gespült, bevor mit 1,5 mg BCIP und 3 mg NBT in 
Äquilibrierungslösung entwickelt wurde. Die spezifisch gebundenen Fragmente zeigen eine licht-
empfindliche Farbreaktion, weswegen die entwickelten „Blots“ in Aluminiumfolie aufbewahrt 
wurden. 
 
10× PBS: 750 mM NaCl (43,38 g/l) 
 30 mM KCl (2,23 g/l) 
 45 mM Na2HPO4 (6,39 g/l) 
 15 mM KH2PO4 (2,04 g/l) 
 
1× PBS-T: 1× PBS 
 1 % Tween20 
 eventuell mit 5 % Trockenmilch 
 (Magermilchpulver von Saliter, Obergünzburg) 
 
Äquilibrierungslösung: 0,1 M Diethanolamin pH 9,6 (10 ml 1 M/100 ml) 
 1 mM MgCl2 (100 µl 1 M/100 ml) 
Material und Methoden 59
2.20.2 Immunodetektion mit ECLTM (Enhanced Chemoluminescence) 
(Amersham-Pharmacia, Freiburg, nach Ogata et al. 1983) 
 
 
Nach dem Transfer von Proteinen auf eine Membran (siehe Kapitel 2.19) wurde diese für 30 – 60 min 
bei Raumtemperatur oder bei 4 °C über Nacht in 1× TBS-T mit Trockenmilch (Magermilchpulver von 
Saliter, Obergünzburg) blockiert, zweimal für 10 min mit 1× TBS-T gewaschen, bevor das spezifische 
aus Kaninchenblut gewonnene 1. Antiserum (in 1× TBS-T) zugegeben und 1 h bei 25 °C inkubiert 
wurde. Nicht gebundene Antikörper wurden vier mal je 5 – 10 min mit 1× TBS-T abgewaschen, bevor 
mit dem 2. Antikörper (anti-Kaninchenantikörper, Peroxidasekonjugat, in 1× TBS-T) 1 h bei Raum-
temperatur inkubiert wurde. Nach weiteren vier Waschschritten mit 1× TBS-T wurde in der Dunkel-
kammer entwickelt. Dabei wurden die Entwicklungslösungen 1 und 2 im Verhältnis 1:1 miteinander 
vermischt und auf die Membran gegeben. Nach einer Minute wurden leuchtende Fragmente sichtbar, 
die auf einem aufgelegten Röntgenfilm (HyperfilmTM MP, Amersham Pharmacia, Freiburg) 
festgehalten wurden. Bei stark leuchtenden Fragmenten war dabei bis zu einer Minute Auflegen 
ausreichend, bei schwächer leuchtenden Fragmenten wurde bis zu 30 min exponiert; das entspricht der 
Halbwertszeit der Chemolumineszenz. 
Die ECL-Methode hat den Vorteil, daß sie etwa zehn mal sensitiver als die Entwicklung mit 
alkalischer Phosphatase (siehe Kapitel 2.20.1) und quantifizierbar ist. Der Nachteil ist jedoch die kurze 




10× TBS: 200 mM Tris/HCl pH 7,6 (48,46 g/2 l) 
 1,37 M NaCl (160 g/2 l) 
 
1× TBS-T: 1× TBS 
 0,1 – 1 % Tween20 (15 ml/2 l) 
 zum Blockieren 5 % Trockenmilch  
 (Magermilchpulver von Saliter, Obergünzburg) 
 
Entwicklungslösung 1: 100 mM Tris/HCl pH 8,5 (5 ml 1 M/50 ml) 
 2,5 mM Luminol (500 µl 250 mM/50 ml) 
 0,4 mM p-Cumarsäure (220 µl 90 mM/50 ml) 
 
Entwicklungslösung 2: 100 mM Tris/HCl pH 8,5 (5 ml 1 M/50 ml) 
 0,0183 % H2O2 (30,5 µl 30 %/50 ml) 
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2.21 Überexpression von Proteinen in E.coli 
(nach Sambrook et al. 1989, Qiagen-Protokoll „The QIAexpressionist“ 03/97, Sambrook & 
Russell 2001) 
 
Das zu überexprimierende Gen wurde in einen geeigneten Vektor mit Start- und Stoppkodons kloniert 
(siehe Kapitel 2.5) und durch Sequenzierung (siehe Kapitel 2.9) auf Erhalt des korrekten Leserasters 
überprüft. Dieser Vektor wurde in einen geeigneten Bakterienstamm transformiert (siehe Kapitel 
2.6.1.2). Im Falle von pQE-Vektoren (Qiagen, Hilden) konnte die Expression des inserierten Gens 
direkt mittels „Kolonieblot“ überprüft werden (Kapitel 2.21.1). 
 
 
2.21.1 Transfer zur Überprüfung von Bakterienkolonien („Kolonieblot“) 
(nach Qiagen-Protokoll „The QIAexpressionist“ 03/97) 
 
Um nach der Bakterientransformation (siehe Kapitel 2.6.1.3) von Überexpressionsvektoren zu über-
prüfen, ob eine gewachsene Bakterienkolonie nicht nur das zu exprimierende Gen in seinem Vektor 
enthielt, sondern dieses Gen auch exprimierte, wurden im Falle von pQE-Vektoren (Qiagen, Hilden) 
„Kolonieblots“ angewandt. Dazu wurde auf die LB-Amp-Platte, die nach der Transformation über 
Nacht gewachsene Kolonien enthielt, eine Transfermembran (BiotraceTM NT 0,45 µm, PALL Gelman 
Sciences, Dreieich) kurz aufgelegt. Die auf die Membran übertragenen Bakterienkolonien wurden auf 
IPTG-haltige (1 mM) LB-Amp-Platten gelegt 4 h bei 37 °C inkubiert. Währenddessen wurden 
Petrischalen vorbereitet, in denen passend zurecht geschnittene Whatmanpapierstückchen (Whatman 
3MM Chromatography Paper von Whatman, England) mit folgenden Lösungen befeuchtet wurden:  
10 % SDS, Denaturierungslösung, Neutralisierungslösung und 2× SSC. Auf diesen Whatmanpapier-
stücken wurde dann die bakterienhaltige Membran bei Raumtemperatur inkubiert, und zwar 10 min in 
10 % SDS, 5 min in Denaturierungslösung, zweimal 5 min in Neutralisierungslösung und 15 min in 2× 
SSC. Danach wurde die Membran zweimal mit TBS-Puffer gewaschen und 1 h bei Raumtemperatur 
mit TBS-T mit 5 % Trockenmilch (Magermilchpulver von Saliter, Obergünzburg) inkubiert. Die 
Membran wurde zweimal 10 min mit TBS-T und einmal mit TBS gewaschen. Schließlich wurde mit 
der RGS•His-Antikörperlösung (1:2000 in TBS) 1 h bei Raumtemperatur inkubiert. (Dem inserierten 
Gen wurde im pQE-Vektorsystem ein Sequenzstück angehängt, das die Kodons für die Aminosäuren 
Arginin (R), Glycin (G), Serin (S) und dann 6 Histidine (His) enthält, welches der von der Firma 
Qiagen gelieferte Antikörper detektieren kann.) Nicht gebundene Antikörper wurden zwei mal 10 min 
mit TBS-T und einmal mit TBS abgewaschen, bevor mit dem 2. Antikörper (Peroxidasekonjugat in 
TBS-T) ebenfalls 1 h bei Raumtemperatur inkubiert wurde. Nach dreimaligem Waschen mit TBS-T 
konnte nun der Nachweis nach der ECL-Methode erfolgen (siehe Kapitel 2.20.2). Als Kontrolle wurde 
ein „Kolonieblot“, der nur mit dem 2. Antikörper inkubiert worden war, mit behandelt. 
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Denaturierungslösung: 0,5 M NaOH (20 g/l) 
 1,5 M NaCl (87,6 g/l) 
 
Neutralisierungslösung: 1, 5 M NaCl (3 ml 5 M/10 ml) 
 500 mM Tris/HCl pH 7,4 (5 ml 1 M/10 ml) 
 
TBS: 10 mM Tris/HCl pH 7,7 
 150 mM NaCl 
 
TBS-T: 20 mM Tris/HCl pH 7,5 
 500 mM NaCl 
 0,05 % Tween20 
 
2.21.2 Überexpression im analytischen Maßstab 
 
Eine Kolonie einer Bakterienkultur, die den Überexpressionsvektor enthielt, wurde gepickt und in       
3 ml LBG-Amp über Nacht bei 37 °C kultiviert (Schüttler Modell Kühner, B. Braun, Melsungen). 
Davon wurde 50 µl in 5 ml frisches Medium (1:100 Verdünnung der Kultur) gegeben und bei 37 °C 
bis zu einer OD600 von 0,4 – 1 kultiviert. 1 ml hiervon wurde als nichtinduzierte Kontrollfraktion abge-
nommen, 1 min bei 15.000 × g zentrifugiert und das Sediment in 150 µl Inkubationspuffer nach 
Laemmli (siehe Kapitel 2.17.1) resuspendiert. Die restlichen 4 ml wurden mit 40 µl 0,1 M IPTG in-
duziert und weiter bei 37 °C kultiviert (Standard; im Verlauf der Experimente wurden auch andere 
Temperaturen und längere Zeiten getestet). Nach drei Stunden wurde zwei mal 1 ml abgenommen. Ein 
Aliqout (1 ml) wurde wie die nichtinduzierte Kontrollfraktion behandelt; es sollte lediglich überprüft 
werden, ob nach der Induktion eine (Über-)Expression des gewünschten Proteins stattgefunden hatte. 
Ein zweites Aliquot (1 ml) wurde zur Analyse auf das Vorhandensein von „Inclusion Bodies“ ver-
wendet. Je 30 µl der Gesamtproben wurden mittels SDS-PAGE (siehe Kapitel 2.17.1) analysiert. 
 
2.21.3 Präparation von „Inclusion Bodies“ (analytischer Maßstab) 
(Marston et al. 1984, Marston 1986, Marston & Hartley 1990) 
 
Wenn Bakterien zur Überexpression fremder Proteine angeregt werden, kann es vorkommen, daß 
diese in sogenannte „Inclusion Bodies“ verpackt werden. Darunter versteht man unlösliche Aggregate 
von Proteinen ohne biologische Aktivität, da sie nicht korrekt gefaltet sind. Aus Sicht der Bakterien 
kann das im Fall von für sie „ungesunden“ Proteinen von Vorteil sein, bei Wissenschaftlern sind 
„Inclusion Bodies“ jedoch oft unerwünscht, wenn aktives Protein isoliert werden soll. Im Fall des 
überexprimierten ycf1-Stücks war die Bildung von „Inclusion Bodies“ allerdings von Vorteil, weil sie 
vom Rest der Proteine einfach getrennt werden können und oft ausschließlich das gewünschte Protein 
und Fragmente davon enthalten, was in diesem Fall zur Isolierung des entsprechenden Proteins für die 
Herstellung von Antiseren sehr nützlich war (The Recombinant Protein Handbook 2000).  
Für die Präparation der „Inclusion Bodies“ im analytischen Maßstab wurden zwei alternative Proto-
kolle verwendet: 
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Protokoll 1: 
Die Bakterienkultur wurde 1 min bei 15.000 × g zentrifugiert und das Sediment in 1 ml Puffer A 
gelöst. Nach 10 minütiger Inkubation bei Raumtemperatur wurde erneut zentrifugiert und das Sedi-
ment in 1 ml Puffer B gelöst. Nach 15 minütiger Inkubation bei Raumtemperatur wurde der Ansatz 
zweimal in flüssigem Stickstoff eingefroren und bei 37 °C wieder aufgetaut. Danach wurde 5 min bei 
7.000 × g zentrifugiert und das Sediment in 700 µl Puffer B gelöst. Nachdem noch einmal 5 min bei 
7.000 × g zentrifugiert worden war, wurde das Sediment schließlich in 150 µl Inkubationspuffer nach 
Laemmli (siehe Kapitel 2.17.1) resuspendiert. 
 
Puffer A: 20 mM Tris/HCl pH 8 (2 ml 1 M/100 ml) 
 2 mM EDTA pH 8 (400 µl 0,5 M/100 ml) 
 20 % Saccharose (20 g/100 ml) 
 
Puffer B: 50 mM Tris/HCl pH 8 (5 ml 1 M/100 ml) 




Die Bakterienkultur wurde in einem 2 ml-Reaktionsgefäß fünf mal für je 5 sec mit Ultraschall be-
handelt (Stufe 6, SonifierB12, Branson Sonic Power Company, USA), wobei die Proben zwischen 
den Pulsen auf Eis gehalten wurden. Danach wurde 10 min bei 15.000 × g zentrifugiert und das Sedi-
ment in 150 µl Inkubationspuffer nach Laemmli (siehe Kapitel 2.17.1) resuspendiert. Der Überstand 
wurde mit 150 µl TCA versetzt und 5 – 10 min auf Eis inkubiert. Nach erneuter Zentrifugation wurde 




2.21.4 Präparation von „Inclusion Bodies“ (präparativer Maßstab) 
(Marston et al. 1984, Marston 1986, Marston & Hartley 1990) 
 
500 ml bis 1 l Medium (LBG- oder M9-Amp) wurden 1:100 (bzw. 1:20 im Falle von M9) mit einer 
frischen Übernachtkultur der den Überexpressionsvektor tragenden Bakterien angeimpft und bei 37 °C 
bis zu einer OD600 von 0,4 –1 kultiviert (Schüttler Modell Kühner, B. Braun, Melsungen). Wie im 
analytischen Maßstab wurde auch hier 1 ml als nichtinduzierte Kontrollfraktion abgenommen (siehe 
Kapitel 2.21.2). Nach Zugabe von 5 ml 0,1 M IPTG wurde unter den Bedingungen weiter kultiviert, 
die sich im analytischen Maßstab als die mit der höchsten Ausbeute erwiesen hatten (Standard: 3 h,  
37 °C). Auch hiervon wurde danach 1 ml für eine gelelektrophoretische Überprüfung abgenommen. 
Der Rest der Kultur wurde 30 min bei 4.000 × g zentrifugiert und das Sediment in 50 mM Tris/HCl 
pH 8 resuspendiert, erneut 10 min bei 5.000 × g zentrifugiert und das Sediment eingefroren. Das auf-
getaute Sediment wurde schließlich in höchstens 40 ml Puffer A resuspendiert. Daraufhin erfolgte der 
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Zellaufschluß mit der French Press (French Pressure Cell Press von SIM AMINCO SLM Instru-
ments Inc., Colora, München) bei 1.000 psi. Nach dem Zellaufschluß erfolgte eine Zentrifugation für 
30 min bei 8000 × g. 20 µl des Überstandes wurden für eine gelelektrophoretische Überprüfung ent-
nommen. Das Sediment wurde in 10 ml Lösung 2 mit Hilfe eines Glashomogenisators (Janke & 
Kunkel IKA-Werke, Staufen) resuspendiert; hiervon wurden 50 µl für ein Gel entnommen. Diese 
Suspension wurde mit 10 ml Lösung 3 unterschichtet und 20 min bei 10.000 × g zentrifugiert. Das 
Sediment wurde nun verschiedenen Waschschritten (a – d) unterzogen, wobei jeweils 50 µl des resus-
pendierten Sediments für ein Gel entnommen wurden. 20 µl des gemischten Überstands 




Puffer A: 20 mM Tris/HCl pH8 (800 µl 1 M/40 ml) 
 20 % Saccharose (8 g/40 ml) 
 2 mM EDTA pH 8 (160 µl 0,5 M/40 ml) 
 
Lösung 2: 50 mM Tris/HCl pH 8 (1,25 ml 1 M/25 ml) 
 20 % Saccharose (5 g/25 ml) 
 
Lösung 3: 50 mM Tris/HCl pH 8 (1,25 ml 1 M/25 ml) 
 24 % Saccharose (10 g/25 ml) 
 
Waschschritte a – d mit je 10 ml Lösung: 
 
Waschlösung a: 10 mM Tris/HCl pH 8 (5 ml 1 M/50 ml) 
 0,1 mM EDTA pH 8 (10 µl 0,5 M/50 ml) 
 400 mM NaCl (6,6 ml 3 M/50 ml) 
 1 mM DTT (50 µl 1 M/50 ml) 
 0,5 % NP40 (250 µl/50 ml) 
 0,5 mM PMSF (250 µl 100 mM/50 ml) 
 
Waschlösung b:  10 mM Tris/HCl pH 8 (5 ml 1 M/50 ml) 
 0,1 mM EDTA pH 8 (10 µl 0,5 M/50 ml) 
 50 mM NaCl (0,8 ml 3 M/50 ml) 
 1 mM DTT (50 µl 1 M/50 ml) 
 0,5 % NP40 (250 µl/50 ml) 
 0,5 mM PMSF (250 µl 100 mM/50 ml) 
 
Waschlösung c: 10 mM Tris/HCl pH 8 (5 ml 1 M/50 ml) 
 0,1 mM EDTA pH 8 (10 µl 0,5 M/50 ml) 
 50 mM NaCl (0,8 ml 3 M/50 ml) 
 1 mM DTT (50 µl 1 M/50 ml) 
 0,5 mM PMSF (250 µl 100 mM/50 ml) 
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Waschlösung d: 10 mM Tris/HCl pH 8 (5 ml 1 M/50 ml) 
 0,1 mM EDTA pH 8 (10 µl 0,5 M/50 ml) 
 50 mM NaCl (0,8 ml 3 M/50 ml) 
 1 mM DTT (50 µl 1 M/50 ml) 
 1 M Harnstoff (3 g/50 ml) 
 0,5 mM PMSF (250 µl 100 mM/50 ml) 
 
 
Zur Gewinnung eines Antiserums wurde das gereinigte Protein in hoher Konzentration auf einem 
Laemmligel (Kapitel 2.17.1) aufgetrennt, im Gel mittels jeweils einer halben Stunde Inkubation mit    
1 % Triton X-100 und 0,1 % Triton X-100 weitgehend vom SDS befreit und dann nur kurz (1/2 h) bei 
Raumtemperatur mit Coomassie angefärbt (Siehe Kapitel 2.18.1). Das Proteinfragment wurde ausge-
schnitten und zwischen zwei Glasplatten zerstoßen. Das so homogenisierte Gelstück wurde daraufhin 





Zur Analyse von Daten und zur Recherche wurden folgende Computerprogramme bzw. Internetseiten 
verwendet: 
 
• DNA-Sequenzanalysen:  Blast (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast) 
 Webcutter 2.0 (http://www.firstmarket.com/cutter/cut2.html) 
 Seqinput (Holger Hupfer) 
 BioEdit 5.0.9 (http://www.mbio.ncsu.edu/RNaseP/home.html) 
• Methoden: Molecular Cloning. A laboratory manual on the web. Cold Spring  
 Harbor Laboratory Press (2001). (http://www.molecularcloning.com) 
• Literaturrecherche: PubMed (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Entrez/) 
• Bildverarbeitung: TINA 2.0 
 Adobe Photoshop 5.5 
 CorelDraw 8 
• Erstellung: Microsoft Word 97 






3.1 Untersuchungen zu ycf1 
 
Ycf1 (Positionen auf dem Tabakchromosom: 131.594 – 125.889) gehört zu den letzten 
offenen Leserastern in Plastiden höherer Pflanzen, bei denen die Funktion des Genprodukts 






Der Nachweis der ycf1-Transkription erwies sich als schwierig, da es sich offenbar um ein 
extrem schwach exprimiertes Gen handelt (siehe Abbildung 2). Im gezeigten „Northern Blot“ 
wurden RNA-Proben aus verschiedenen Geweben mit einer ycf1-spezifischen Sonde aus dem 
5‘-Bereich des Gens (PCR-Produkt von Tabak-DNA mit den „Primern“ ycf1-a und ycf1-b) 
hybridisiert. Ycf1 soll sowohl von der plastidenkodierten RNA-Polymerase (PEP) als auch der 
kernkodierten (NEP) transkribiert werden (Hajdukiewicz et al. 1997); in einigen Geweben 
konnte ein Signal bei den mitgetesteten ∆rpo-Pflanzen (Mutanten mit deletierten rpo-Genen 
und damit keiner funktionellen plastidären RNA-Polymerase) gefunden werden. Die stärkste 
Transkription wurde bei Blattprimordien (meristematisches Gewebe) und Stengeln sowohl 
von Wildtyp als auch von ∆rpo-Pflanzen beobachtet (Abbildung 2, B-C und F-G). Die Blot-
membran mußte aufgrund der geringen ycf1-Expression lange exponiert werden, so daß 
teilweise unspezifische rRNA-Fragmente sichtbar werden, die den größten Anteil an RNA in 
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Abbildung 2: Northernanalyse von Tabak-RNA mit ycf1-spezifischer Sonde 
A: WT Wurzel B: WT Stengel C: ∆rpo Stengel D: WT Blüten E: ∆rpo Blüten F: WT Blattprimordien G: ∆rpo 
Blattprimordien H: WT Blätter I: ∆rpo Blätter J: WT gesamt K: ∆rpo gesamt.  





3.1.2 Inaktivierung von ycf1 
 
Zunächst wurde die Strategie der reversen Genetik angewandt. Das bedeutet, daß durch In-
aktivierung eines Gens indirekt Aufschluß über dessen Funktion erhalten werden soll. Gegen-
stand der Untersuchung sollen dabei physiologische Unterschiede zwischen Wildtyp und 
Mutanten ohne das funktionelle Gen sein. 
Hierzu wurden bereits im Zuge meiner Diplomarbeit zwei Konstrukte für die Chloroplasten-
transformation hergestellt (siehe Abbildung 3). In einem Fall wurde vor Einsetzen der aadA-
Kassette (siehe Kapitel 2.6.2.3) der größte Teil des Gens deletiert (4.831 Bp), im zweiten Fall 
die aadA-Kassette in das vollständige Gen inseriert. Plastiden wurden mit je einem der beiden 
Konstrukte mittels Partikelkanone transformiert (siehe Kapitel 2.6.2.2). Da sich schon sehr 
früh ein stabiles Gleichgewicht zwischen Wildtyp- und transformiertem Genom einstellte, 
was auch auf nicht-selektivem Medium nicht zu entmischen war, muß davon ausgegangen 














Abbildung 3: Konstruktion der ycf1 „knock-out“-Vektoren 
A: ycf1-enthaltendes Stück Tabakwildtypgenom, das als Ausgangs-„Insert“ in einen Vektor integriert wurde.  
B: Deletion des „Inserts“ A durch Schneiden mit den Restriktionsenzymen BamHI und NdeI, dort wurde dann 
die aadA-Kassette inseriert.  
C: Insertion der aadA-Kassette in die SpeI-Schnittstelle von „Insert“ A. 
 
 
Im Laufe der vorliegenden Arbeit wurden diese Transformanden weitergehend untersucht. 
Nachdem die ycf1-„knock-out“-Mutanten aus der Gewebekultur in Erde überführt wurden, 
fielen an einigen Blättern beider Mutanten (sowohl Deletions- als auch Insertionsmutante, B 
bzw. C der Abbildung 3) morphologische Unterschiede zu Wildtyptabak auf: In vielen Fällen 
war das Gewebe an den Rändern der farblich vom Wildtyp nicht zu unterscheidenden Blätter 
nekrotisch, was ihnen ein verschrumpeltes Aussehen verlieh, und die Blätter auch optisch ver-
schmälerte (siehe Abbildung 4). Die nekrotischen Bereiche konnten nach Oberflächen-
sterilisation nicht in der Gewebekultur regeneriert werden. In abgeschwächter Form waren 
helle bis weiße Flecken an den Rändern zu erkennen. Diese wiesen in der Elektronen-
mikroskopie stark veränderte, kleinere Chloroplasten auf (siehe Abbildung 5): Auffällig ist 
das Fehlen von Thylakoidmembranstapeln, was auch die helle Färbung der betroffenen 
Regionen erklärt. Dafür scheinen diese ungewöhnlich strukturierten Chloroplasten noch zur 
Teilung befähigt (siehe Abbildung 5-B). In weiter zum Blattinnern liegenden Bereichen, 
wurden (teilweise sogar innerhalb einer Zelle) zusätzlich augenscheinlich Wildtypchloro-
plasten beobachtet. Nur im äußersten Blattbereich waren die Mutantenchloroplasten in 
größerer Anzahl vorhanden. 
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Es gelang nicht, diese nach Chloroplastenisolation aus den Blatträndern in verkleinertem An-




Abbildung 4: Morphologie der ycf1-„knock-out“-Mutanten 
Im Vergleich zum Wildtyp waren die Blätter oft schmaler und wiesen helle Flecken an den Blatträndern oder im 






Abbildung 5: Elektronenmikroskopische Darstellung der ycf1-„knock-out“-Mutanten 
Gezeigt sind Chloroplasten der hellen Blattränder (siehe Abbildung 4). Auffällig ist das Fehlen von Thylakoid-
membranstapeln. Dafür ist in A eine an einen Golgi-Apparat erinnernde Struktur zu erkennen und in B sieht 
man, daß auch diese ungewöhnlich strukturierten Chloroplasten zur Teilung befähigt sind. 
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Diese leichten morphologischen Auffälligkeiten der Blattränder waren der einzige Unter-
schied den die heteroplastomischen ycf1-„knock-out“-Mutanten im Vergleich zum Wildtyp-
tabak zeigten. Sie blühten und bildeten fertile Samen aus. Da Plastiden von Tabak üblicher-
weise nur maternell vererbt werden und eine Eizelle höchstens 10 – 20 Plastiden mit jeweils 
wenigen Genomkopien in die nächste Generation überführt, kann dies zur Entmischung der 
Genome führen, wie das für das Weidenröschen Epilobium anqustifolium ausführlich be-
rechnet wurde (Michaelis 1966). Es bestand also die Hoffnung, auf diesem Wege homo-
plastomische Linien, die nur noch das transformierte Genom und nicht mehr zusätzlich das 
Wildtypgenom enthalten, zu bekommen. Jedoch erwies sich das Gleichgewicht zwischen 
Wildtyp- und transformiertem Genom auch in den Samen als stabil. Es wurden lediglich 
zusätzlich Keimlinge mit reinem Wildtypplastom gefunden. Diese sind auf selektivem 
Medium ausgebleicht und nicht in der Lage, sich zu einer ausgewachsenen Pflanze weiter zu 
entwickeln (siehe Abbildung 6), denn da in deren Plastomkopien die aadA-Kassette nicht 





Abbildung 6: Keimlinge aus Samen der ycf1-„knock-out“-Mutanten (F1) 
Auf selektivem Medium sind Wildtypkeimlinge ausgebleicht und unfähig, weitere Blätter zu bilden. Hier eine 
Petrischale mit ausgesäten Keimlingen der Insertionsmutante. Die grünen Keimlinge der ersten Generation (F1) 
unterscheiden sich nicht von den ursprünglichen ycf1-„knock-out“-Mutanten nach der Transformation. Das 
Gleichgewicht von Wildtyp- zu Mutantengenom stellt sich in der RFLP-Analyse unverändert dar. 
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3.1.3 Promotoraustausch von ycf1 
 
 
Da mit der Strategie der reversen Genetik aufgrund des Nichterhaltens homoplastomischer 
Linien keine weiteren Erkenntnisse gewonnen werden konnte, wurde in einem quasi umge-
kehrten Ansatz versucht, ycf1 durch Promotoraustausch zu überexprimieren, wobei auch 
gleichzeitig durch die Wahl eines induzierbaren Promotors ein „knock-out“ möglich werden 
sollte. Verwendet wurde hierbei der blaulichtinduzierte Promotor von psbD. Dieser Promotor 
ist ausführlich untersucht worden und kommt hochkonserviert in sämtlichen Angiospermen 
und sogar schon in Cyanobakterien vor (Christopher et al. 1992). Die Induzierbarkeit dieses 
psbD-Promotors wurde ausführlich getestet, indem er zusammen mit dem Markergen uidA 
(GUS) transformiert wurde (Allison & Maliga 1995). Im Diskussionsteil wird noch ausführ-
licher auf die Wahl dieses Promotors eingegangen (siehe Kapitel 4.1.3). 
 
Zur Herstellung des Konstrukts für den Promotortausch, das später in die Chloroplastentrans-
formation eingesetzt werden sollte, mußten zunächst passende Schnittstellen für Restriktions-
enzyme per PCR eingeführt werden und der ycf1-Promotor (Abbildung 35) deletiert werden 
(siehe Abbildung 7). Dazu wurden ein 1.272 Bp großes PCR-Produkt (mit den „Primern“ 
Pycf1-SacII und 5S-SacII amplifiziert), welches den Bereich des Tabakplastoms vom 5S-Gen 
bis direkt vor den ycf1-Promotor umfaßt, und der Vektor pBS II SK- mit dem Restriktions-
enzym SacII geschnitten und miteinander ligiert. Dieses Konstrukt (Abbildung 7-B rechts) 
wurde mit den Restriktionsenzymen Eco32I, welches glatte Enden hinterläßt, und XbaI ge-
schnitten. Ein zweites 1.288 Bp großes PCR-Produkt (mit den Primern ycf1-a und Pycf1-XbaI 
aus Tabak-DNA amplifiziert), welches die 5’-UTR hinter dem ycf1-Promotor umfaßt und bis 
ins ycf1-Gen hinreicht, wurde mit dem Restriktionsenzym BspEI und nach Klenow-
behandlung mit XbaI geschnitten (Abbildung 7-B links). Hierdurch wurde das PCR-Produkt 
auf 948 Bp gekürzt und dann nach Elution aus einem Agarosegel in den obigen Vektor ligiert. 
Damit entstand ein Konstrukt mit deletiertem ycf1-Promotor (siehe Abbildung 7-C). 
Parallel wurde der aadA-Kassette der psbD-Promotor angehängt. Dafür wurde zunächst der 
psbD-Promotor aus Tabak-DNA mittels PCR amplifiziert (mit den „Primern“ BglXbaPpsbD-
rev und ClaPpsbDfor, die zusätzliche Restriktionschnittstellen enthalten) und in den TA-
Vektor ligiert. Mit DpnI, welches glatte Enden hinterläßt, wurde der Promotor ausgeschnitten 
(224 Bp, siehe Abbildung 37), da aber der Vektor zu viele DpnI-Schnittstellen enthält, wurde 
zunächst mit HincII und SpeI der größte Teil des Vektors entfernt. Dieser Schritt war 
notwendig, da das PCR-Produkt alleine nicht verwendet werden konnte, weil DpnI eine 
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methylierte Erkennungssequenz hat (siehe Tabelle 1). Gleichzeitig dazu wurde der die aadA-
Kassette enthaltende Vektor pBSaadA+ mit Acc65I gespalten und die Enden mit dem 
Klenowenzym geglättet. Nach Ligation von aadA-Kassette und psbD-Promotor (Abbildung 
7-D) wurde dieses Konstrukt mit Hilfe des Restriktionsenzyms XbaI anstelle des deletierten 
ycf1-Promotors eingefügt (Abbildung 7-E). Die komplette aadA-Kassette liegt in der gleichen 
Leserichtung wie das ycf1-Gen vor. Nachdem die Richtigkeit des Konstrukts durch Sequenz-






Abbildung 7: Herstellung des Konstrukts zum Promotoraustausch von ycf1 
(nächste Seite) 
 
A: Teilbereich des Tabakplastidengenoms, aus dem wie eingezeichnet zwei Stücke per PCR mit „Primern“ 
amplifiziert wurden, denen die angegebenen Schnittstellen für Restriktionsenzyme angehängt worden waren.  
B: (vergrößerter Maßstab im Vergleich zu A, Vergrößerung 2×) die beiden PCR-Produkte; das rechts darge-
stellte PCR-Produkt wurde in einen Vektor ligiert, dessen Restriktionsschnittstellen (blau) für den weiteren Ver-
lauf verwendet wurden.  
C: Zusammenführen der beiden PCR-Produkte; Ergebnis ist ein deletierter ycf1-Promotor.  
D: der amplifizierte Bereich des psbD-Promotors (Leserichtung wird durch den Pfeil angezeigt) wurde mit der 
aadA-Kassette verbunden.  
E: an Stelle des ycf1-Promotors wurde in das Konstrukt C nun der psbD-Promotor mit der aadA-Kassette (D) 


































Nach erfolgreicher Transformation wurden Blattstückchen auf selektivem Medium regeneriert 
und mit PCR auf Vorhandensein des transformierten Konstrukts (mit den aadA-spezifischen 
„Primern“ aadAli59 und aadAre60) und durch RFLP-Analyse mit ycf1-spezifischer Sonde 
(PCR-Produkt von Tabak-DNA mit den „Primern“ ycf1-a und ycf1-b) auf das Verhältnis von 
Wildtyp- zu transformiertem Genom getestet. Dabei wurden die Schnittstellen für Re-
striktionsendonukleasen so gewählt, daß sich eine außerhalb des Konstrukts befindet (hier die 
EcoRI-Schnittstelle innerhalb des ycf1-Gens) und damit auch die Integration an der richtigen 
Stelle des Genoms überprüft (siehe Abbildung 8). Da sich die Sonde im 5’-Bereich des ycf1-
Gens befindet, der Teil der „Inverted Repeats“(IR)-Region des Plastoms ist, bekommt man 
zusätzlich zu den Fragmentgrößen von 2.275 Bp für Wildtypplastomkopien und 3.516 Bp für 
transformierte Genomkopien, jeweils Signale, die dem anderen IR entspringen: 1.759 Bp im 






















Abbildung 8: Erläuterung der Fragmentgrößen der ycf1PDa-RFLP-Analyse 
A: erwartete Größe des Wildtypgenoms nach Hybridisierung mit der eingezeichneten ycf1-Sonde nach Re-
striktion mit EcoRI.  
B: erwartete Größe der ycf1PDa-Genomkopien. 
3’-U bezeichnet den 3’-regulatorischen Bereich (3’-UTR), P den Promotor der aadA-Kassette. 
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Wie Tabelle 5 zeigt, konnten mehrere Transformandenlinien gewonnen und untersucht 
werden, wobei ycf1PDa-1 schon von der ersten Regenerationsrunde an nur noch einen 
geringen Anteil an Wildtypgenom aufwies (siehe Abbildung 9-A). Da jedoch in unter-
schiedlichen Bereichen des Pflänzchens das Verhältnis von Wildtyp- zu Transformanden-
genom variierte, wurden aus dem Ausgangsspross eine Reihe individueller Pflanzen generiert 
und untersucht (siehe Abbildung 9-B). Diese wurden in Erde überführt und im Gewächshaus 
zum Blühen gebracht, wonach fertile Samen gewonnen werden konnten. Die Pflanzen waren 








Bezeichnung Aussehen PCR Southern 
ycf1PDa-1, I helle fleischige Blättchen + + 
ycf1PDa-2, I helles Pflänzchen + + 
ycf1PDa-3, II grüner Callus - - 
ycf1PDa-4, II grünes Pflänzchen + (+) 
ycf1PDa-5 helle fleischige Blättchen   
ycf1PDa-6, I grünes Pflänzchen - - 
ycf1PDa-7, I grünes Blättchen + + 
 
 
Tabelle 5: Liste der potentiellen Transformanden nach Transformation mit ycf1PDa 
Römische Zahlen hinter den Bezeichnungen der potentiellen Transformanden benennen die höchste Regenera-
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Abbildung 9: Southernanalyse der potentiellen ycf1PDa-Transformanden 
A: Analyse der ersten Sprosse (siehe Tabelle 5)  
B: Untersuchung weiter kultivierter Pflanzen, die die Transformation aufwiesen.  
Erläuterung der Fragmentgrößen siehe Abbildung 8. Römische Zahlen bezeichnen die Regenerationsrunde, in 
der sich die untersuchten Pflanzen befanden, a-d sind Individuen, die aus den ursprünglichen Pflanzen generiert 





3.1.4 Pulsfeldgelelektrophorese (PFGE) der ycf1-Mutanten 
 
 
Weil sich außerhalb der Plastiden, im Mitochondrien- und Kerngenom, zahlreiche Kopien von 
Plastidengenen befinden (Ellis 1982, Zeltz et al. 1996, Ayliffe et al. 1998), die als 
promiskuitive DNA PCR-Signale verursachen können, erhält man mitunter auch bei homo-
plastomischen Linien noch „Wildtypsignale“. Mit Hilfe der Pulsfeldgelelektrophorese 
(PFGE) kann plastidäre DNA jedoch sauber isoliert werden, so daß dies eine sichere Methode 
darstellt, Transformanden auf ihr Verhältnis von Wildtyp- zu Transformandengenom zu über-
prüfen (Swiatek et al. 2003). Ebenso sind eventuelle Anomalien bei der Größe plastidärer 
Chromosomen und Polymerbildung der Chromosomen beobachtbar.  
Tabakpflanzen der beiden „knock-out“-Mutanten, der Promotoraustauschmutante und vom 
Wildtyp wurden in Gläsern in der Gewebekultur herangezogen, bis die Blätter ca. 10 cm groß 
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waren. Aus diesen wurden Chloroplasten isoliert, die wie in Kapitel 2.10.3 beschrieben in 
Blöckchen für die Pulsfeldgelelektrophorese überführt wurden. Als Marker dienten Concate-
mere des 48,5 kB langen Genoms des Phagen λ. Bei einer Genomgröße von knapp 156 kB 
laufen Tabakplastidenchromosomen nahe über dem dritten Concatemer, deren Polymere ent-
sprechend über dem sechsten, neunten usw. (siehe Abbildung 10). Das ist im Fall von Wild-
typ und Promotoraustauschmutante auch zu erkennen. Die heteroplastomischen „knock-out“-
Mutanten weisen jedoch noch zusätzliche, größere Fragmente auf. Man muß dort also vom 
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Abbildung 10: Pulsfeldgelelektrophorese der ycf1-Mutanten 
a: Deletionsmutante  
b: Insertionsmutante  
c: ycf1PDa-Mutante  
d: Tabakwildtyp 
M – Marker 
Wildtypmono- und entsprechende Polymere sind bezeichnet, in den Spuren a und b sind Fragmente von ab-





3.1.5 Überexpression von ycf1 in E.coli zur Antikörpergewinnung 
 
 
Da mit der Strategie der reversen Genetik aufgrund des Nichterhaltens homoplastomischer 
Linien keine weiteren Erkenntnisse gewonnen werden konnten, sollten mit Hilfe von Anti-
körpern gegen das Ycf1-Protein Hinweise auf Wirkort und –zeitpunkt des ycf1-Produkts ge-
funden werden, und so Aufschluß über seine Funktion gewonnen werden. 
 
Für die Überexpression von Proteinen in E.coli gibt es verschiedene Vektorensysteme, die als 
Grundausstattung über ein Start- und ein Stoppkodon mit einer „Multiple Cloning Site“ da-
zwischen verfügen, wobei der Vektor mit dem passenden Leseraster gewählt werden muß. Oft 
passiert es, daß die Bakterienzellen das fremde Protein schnell wieder abbauen oder gar nicht 
erst komplett synthetisieren können; besonders hydrophobe oder lange Proteine bereiten 
Probleme. Man spricht von „premature termination“, wenn es nicht gelingt, die volle Länge 
eines Proteins zu synthetisieren.  
Bei einem Gen von 5.706 Bp Länge wie ycf1 kann man also nicht unbedingt davon ausgehen, 
daß es möglich ist, das komplette Protein (erwartetes Molekulargewicht 220 kDa) zu über-
exprimieren. Es wurden daher verschieden lange Stücke, die die hydrophilsten (und damit als 
potentielle Antigenregionen vermuteten) Bereiche beinhalten sollten, in verschiedenen 
Vektorsystemen getestet. Ebenso wurden verschiedene Bakterienstämme eingesetzt. Zunächst 
wurden zwei PCR-Produkte amplifiziert, denen mit ihren „Primern“ (ycf1for-SacI mit ycf1-
rev-PstIa und mit ycf1rev-PstIb) Restriktionsschnittstellen angefügt wurden, die in allen 
Vektoren zu finden waren. Mit PCR-Produkt 1 (Üy1-a), dessen Länge 1851 Bp betrug, wurde 
ein Protein mit 638 Aminosäuren, welches einem Molekulargewicht von ca. 80 kDa ent-
spricht, erwartet. PCR-Produkt 2 (Üy1-b) mit einer Länge von 2.581 Bp sollte die maximal 
erreichbare Größe von 881 Aminosäuren, also knapp über 100 kDa, ergeben. Zunächst 
wurden die beiden PCR-Produkte nach Restriktion mit SacI und PstI in den ebenfalls mit 
diesen beiden Enzymen geschnittenen Vektor pQE31 ligiert. Bei diesem Vektorsystem ist 
dem gewünschten Protein eine kurze Aminosäuresequenz vorangestellt, gegen die beim Her-
steller des Vektors erhältliche Antiseren reagieren (RGS•His Antikörper, QIAexpress Detection 
System, Qiagen, Hilden), so daß das überexprimierte Protein mittels „Kolonieblot“ nachge-
wiesen werden kann (siehe Abbildung 11). Darüber hinaus bietet sich die Möglichkeit, die 
sechs Histidine der Erkennungssequenz an Nickel-NTA zu binden und so das gewünschte 
Protein aus einem Proteinextrakt zu isolieren (Nickel-NTA-Affinitätschromatographie). Nach 
Sequenzierung des „Inserts“, um die korrekte Sequenz und vor allem ihr Leseraster zu über-
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prüfen, und Transformation in die E.coli-Stämme M15, SG13009, Bl21 und LysS wurde 
durch Induktion mit IPTG die Überexpression des gewünschten Proteins angeregt. Es konnte 
kein Proteinfragment erwarteter Größe ausgemacht werden, deren Anteil sich nach Induktion 
vergrößerte. Mit Hilfe des „Kolonieblots“ konnte allerdings gezeigt werden, daß im Falle von 
Üy1-a das Protein exprimiert wurde (siehe Abbildung 11). Es wurde auch deutlich, daß 
keinesfalls alle Bakterienkolonien das gewünschten Proteins aufweisen. Jedoch war auch bei 
gezieltem Einsatz einer Bakterienkolonie, der Expression des gewünschten Proteins nach-
gewiesen werden konnte (siehe Umrandung in Abbildung 11), die Expression so gering, daß 
sie in einem mit Coomassie gefärbten PAGE-Gel kaum zu erkennen war, so daß die Mengen 






Abbildung 11: „Kolonieblot“ 
Nachgewiesen wurde Üy1-a in pQE31 in LysS (RGS•His Antikörper, QIAexpress Detection System, Qiagen, 
Hilden). Die Kolonie, die gepickt wurde, um eine Überexpression in größerem Maßstab zu initiieren, ist hier ein-




Das „Insert“ Üy1-a (Üy1-b war wie erwartet offenbar zu groß für die Überexpression) wurde, 
in der Hoffnung mit diesem System eine stärkere Expression zu erhalten, in den Vektor 
pRSET5b überführt. Parallel dazu wurde Üy1-a mit EcoRI und BamHI auf 957 Bp gekürzt 
(=Üy1-c, erwartetes Molekulargewicht ca. 40 kDa) und in beide Vektorsysteme ligiert, wobei 
im Falle des pQE-Systems nach der Restriktion mit EcoRI zunächst eine Behandlung mit dem 
Klenowenzym erfolgte, weil dort neben der BamHI-Schnittstelle in die glatte Enden hinter-
lassende Ecl136II-Schnittstelle ligiert werden mußte. Üy1-c in pRSET5b ergab schließlich die 
gewünschte Überexpression (siehe Abbildung 12). 
Die Überexpression des 957 Bp-Stücks (analytischer Maßstab, siehe Kapitel 2.21.2) erfolgte 
parallel in den Bakterienstämmen Bl21 und LysS. Nach der Transformation wurden diese 
über Nacht vorkultiviert und wie beschrieben zur Überexpression des gewünschten Proteins 
angeregt. Aufgetragen auf ein 15 % SDS-PAGE-Gel wurde jeweils vor der Induktion mit 
IPTG (-) und 3 Proben nach 3 Stunden Inkubation: Unbehandelte Bakterienkultur und 
„Inclusion Bodies“-Präparation so wie deren Überstand (siehe Kapitel 2.21.3). Wie in 
Abbildung 12 zu erkennen, fingen die Bakterien bereits vor der Induktion an, kleine Mengen 
des Proteins zu synthetisieren. Da ein großer Teil des exprimierten ycf1-Stücks in „Inclusion 
Bodies“ gepackt wurde, konnte es durch eine Isolierung dieser in großem Maßstab gewonnen 
werden (Kapitel 2.21.4). Auffällig ist auch ein kürzeres Proteinfragment bei ca. 32 kDa. 
Dieses konnte zusammen mit weiteren Minderkomponenten der „Inclusion Bodies“-Fraktion 




















Abbildung 12: Überexpression des 957 Bp-Fragments von ycf1 
Aufgetrennt über SDS-PAGE (15 %) wurden Proben (Überexpression analytischer Maßstab) der  Bakterien-
stämme Bl21 und LysS. 
(-) vor der Induktion mit IPTG, (3h) unbehandelte Bakterienkultur 3h nach der Induktion, (IB) „Inclusion 
Bodies“-Präparation 3h nach der Induktion, (Ü) Überstand der „Inclusion Bodies“-Präparation 3h nach der 




Für die Immunisierung eines Kaninchens wurden ca. 500 µg der „Inclusion Bodies“-Prä-
paration auf ein 15 % Laemmligel geladen, welches, wie in Kapitel 2.21.4 beschrieben, 
nachbehandelt wurde. Hieraus wurde das ca. 40 kDa große Fragment ausgeschnitten und in 
die Immunisierung eingesetzt. Danach wurden regelmäßig Seren auf Reaktion gegen die 
„Inclusion Bodies“-Präparation und später auch gegen Tabakproteinfraktionen getestet, bis 
das Serum mit der klarsten Reaktion identifiziert war (siehe Abbildung 13). Ca. 30 µg wurden 
getrennt geladen und ebenfalls ausgeschnitten und in zehnprozentiger Essigsäure gelöst an Dr. 











Abbildung 13: Westernanalyse mit dem Ycf1-Antiserum 
A: „Western Blot“ zur Aktivitätskontrolle des Antiserums (7. Blutung) gegen Tabakproteinfraktionen.  
B: „Western Blot“, um die Expression der Promotormutanten nachzuweisen; als Positivkontrolle wurden die 
„Inclusion Bodies“ verwendet, die auch zur Immunisierung des Kaninchens herangezogen wurden (Ü). 
m – Membranfraktion, l – lösliche Proteine, Ü – überexprimiertes ycf1-Stück, WT – Wildtypproteine (löslich), 
PD – lösliche Proteine einer ycf1PDa-Pflanze (siehe voriges Kapitel). 




Das Serum der 7. Blutung wurde für nachfolgende Untersuchungen verwendet, weil es das 
deutlichste Signal lieferte (Abbildung 13-A). Beim Test mit verschiedenen Tabakgeweben 
zeigten einzig Keimlinge ein sehr schwaches Signal passend zur Größe von Ycf1. Ebenso 
wurde überprüft, ob Ycf1 in verschiedenen Streßsituationen verstärkt exprimiert wird. Eine 
Pflanze aus der Gewebekultur wurde unter UV-Licht gestellt, und es wurden in verschiedenen 
Abständen Proben entnommen, wobei die Pflanze schon nach 1,5 h komplett eingegangen war 
und schon nach einer Stunde kaum noch intakte Proteine vorhanden waren. Dafür ist auf Höhe 
von Ycf1 ein schwaches Signal zu erahnen (siehe Abbildung 14-E). Pflanzen, die zuvor bei  
20 °C gewachsen waren, wurden Temperatursprüngen von 10 °C ausgesetzt, und es wurden in 
verschiedenen Abständen Proben entnommen. So war bei kälteadaptierten (7 Tage bei 10 °C) 
Pflanzen ein Signal auf Höhe von Ycf1 (220 kDa) zu beobachten (siehe Abbildung 14-H), das 
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nach Hitzeschock wieder verschwand (siehe Abbildung 14, I-K). Das deutlichste Signal 
jedoch tauchte nach 24 Stunden bei 30 °C auf (siehe Abbildung 14-L). Im Zuge der 
Temperaturanpassung verschwand es jedoch wieder (siehe Abbildung 14-M). Darauf folgen-
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Abbildung 14: Westernanalyse gegen Ycf1 verschiedener Pflanzenproben 
A: WT, in Blaulicht.  
B: ycf1PDa-Pflanze (siehe voriges Kapitel), in Blaulicht.  
C:  UV, t = 0.  
D:  UV, t = 30 min.  
E:  UV, t = 1 h.  
F:  Pflanzen unterschiedlicher Temperaturbedingungen, t = 0.  
G:  10 °C, t = 24 h.  
H:  10 °C, t = 7 Tage.  
I:  10 °C → 30 °C, t = 90 min.  
J:  10 °C → 30 °C, t = 3 h.  
K:  10 °C → 30 °C, t = 24 h.  
L:  30 °C, t = 24 h.  
M: 30 °C, t = 7 Tage.  
N:  30 °C → 10 °C, t = 90 min.  
O:  30 °C → 10 °C, t = 24 h.  
Der „Blot“ stammte von einem Laemmligel mit 10 % PAA. Eine Exposition des Films für 25 min war nötig, um 




3.2 Untersuchungen zu ycf14 
 
 
3.2.1 Inaktivierung von ycf14 
 
 
Ycf14 (Positionen auf dem Tabakchromosom: 2.129-3.658, im Intron des trnK-Gens) gehört 
neben ycf1 zu den wenigen offenen Leserastern des Plastidengenoms, bei denen die Funktion 
des Genprodukts noch unbekannt ist. Einige Hinweise sprechen aber dafür, daß es am 
Spleißen beteiligt sein könnte (diskutiert in Kapitel 4.2.1). Durch „knock-out“ des Gens sollte 
dies genauer untersucht werden. Dabei wurde die Annahme berücksichtigt, daß das Gen-
produkt möglicherweise auch am Spleißen anderer Introns beteiligt sein kann, nicht nur an 
demjenigen, in dem das Gen positioniert ist. Es wurde deshalb nicht, wie sonst bei Gen-
inaktivierungen üblich, lediglich das betreffende Gen deletiert oder durch Insertion des 
Markergens unterbrochen, sondern das gesamte Intron entfernt. Sollte also die Funktion von 
MatK bzw. Ycf14 einzig im Spleißen des trnK-Introns liegen, wären problemlos Trans-
formanten zu erhalten. Ein erfolgreiches Einführen eines intronlosen tRNA-Gens ohne 
Funktionsbeeinträchtigung wurde bereits für das trnI-Gen in Tabak beschrieben (Mühlbauer 
et al. 2002). 
Zunächst wurde ein „knock-out“-Vektor für die Chloroplastentransformation hergestellt 
(Abbildung 15): Aus dem Sal3-Klon der DNA-Bank von Tabak (Sugiura et al. 1986) wurde 
ein 679 Bp großes Stück von psbA bis trnK (Exon 2) mit PvuII und XmaI ausgeschnitten und 
in einen mit HincII und XmaI geöffneten pBS II KS-Vektor ligiert. Parallel dazu wurde ein 
zweites, 1.725 Bp großes Stück von rps16 bis trnK (Exon 1) mit BpiI und, nach Glätten der 
Enden mit dem Klenowenzym, mit SacI aus dem Sal3-Klon ausgeschnitten und in das Kon-
strukt mit dem ersten „Insert“ eingefügt, indem der Vektor mit XbaI und, nach Glätten der 
Enden mit dem Klenowenzym, mit SacI geöffnet worden war. Dieser nun beide „Inserts“ ent-
haltende Vektor wurde zunächst mit ScaI partiell und dann mit XmaI geschnitten, um die mit 
den korrespondierenden Restriktionsenzymen behandelte trnK-cDNA (PCR-Produkt mit den 
„Primern“ K1 und K2) aufzunehmen. Damit war die cDNA-Situation an dieser Stelle nach-
gestellt worden, in der trnK ohne Intron (und damit auch ohne ycf14) vorliegt. Das entspricht 
dem Ausgangskonstrukt B der Abbildung 15. Die nächstgelegene mögliche Restriktions-
schnittstelle wurde gewählt, um das Markergen aadA einzufügen. Dazu mußte das Ausgangs-
konstrukt B (siehe Abbildung 15) partiell mit EcoRI geschnitten und die mit SacI und EcoRI 
aus ihrem Vektor (pBS II SK+) entfernte aadA-Kassette mit Hilfe eines Adaptors eingefügt 
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werden (fertiges Konstrukt C, siehe Abbildung 15). Bei dem Adaptor handelte es sich um ein 
Oktamer (5‘-AATTAGCT-3‘), das in extrem hoher Konzentration (siehe Kapitel 2.5) in die 
Ligation eingesetzt wurde und die nichtkompatiblen Überhänge der SacI- und EcoRI-Schnitt-
stellen verbinden sollte. Nach Kontrolle des fertigen Konstrukts (matKO) durch Sequenz-
ierung wurde es in die Chloroplastentransformation eingesetzt. 
Die Transformation von matKO mittels Partikelkanone (20 Blätter) erbrachte 27 potentielle 
Transformanden, wobei nur in den ersten 13 tatsächlich die Mutation nachgewiesen werden 















Abbildung 15: Konstruktion des ycf14-„knock-out“-Vektors (matKO) 
A: Tabakwildtypplastiden-DNA der betreffenden Region.  
B: zwei Stücke zwischen psbA und rps16 wurden um ycf14 ausgeschnitten und in einen Vektor ligiert, die 
beiden deletierten trnK-Exons wurden mit trnK-cDNA geflickt, so daß das trnK-Gen komplett, aber ohne Intron 
vorhanden war (siehe Text).  




Bezeichnung Aussehen PCR Southern 
matKO-1, I weiße Blättchen - - 
matKO-2, III Callus mit grünen Blättchen + (+) 
matKO-3 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-4, III grüne Blättchen + (+) 
matKO-5, III grüne Blättchen + - 
matKO-6, III hellgrüner Callus + - 
matKO-7, I hellgrüner Callus - - 
matKO-8, III hellgrüner Callus + - 
matKO-9, I grüne Blättchen - - 
matKO-10, III grüne Blättchen + - 
matKO-11, III hellgrüne Blättchen + - 
matKO-12, IV hellgrüne Blättchen + + 
matKO-13, III grüner Callus + + 
matKO-14, III grüne Blättchen + - 
matKO-15 hellgrünes Pflänzchen - - 
matKO-16 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-17 hellgrüner Callus - - 
matKO-18 hellgrüner Callus - - 
matKO-19 hellgrüner Callus - - 
matKO-20 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-21 hellgrüner Callus - - 
matKO-22 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-23 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-24 hellgrüner Callus - - 
matKO-25 hellgrüne Blättchen - - 
matKO-26 hellgrüner Callus - - 
matKO-27 hellgrüner Callus - - 
 
Tabelle 6: Liste der potentiellen Transformanden nach Transformation mit matKO 
Römische Zahlen hinter den Bezeichnungen der potentiellen Transformanden benennen die höchste Re-




Nach Identifizierung durch PCR mit aadA-spezifischen „Primern“ (aadAli59 und aadAre60) 
wurden die Transformanden durch RFLP-Analysen überprüft. Wie in Abbildung 16 verdeut-
licht, beträgt die für das Wildtypgenom nach Restriktion mit HindIII erwartete Fragmentlänge 
mit einer psbA-spezifischen Sonde 5.904 Bp und für transformierte Genomkopien 3.442 Bp. 
Nur vier der resistenten Linien zeigten überhaupt den Einbau des „knock-out“-Konstrukts 
(mKO-2/4/12/13, siehe Abbildung 17), wenn auch meist schwach. Die gezeigten „Southern 
Blots“ zeigen in jeder Spur (auch) die Wildtypgröße, was bedeutet, daß es in keinem Fall 
homoplastomische Linien gegeben hat. Lediglich bei einer einzelnen Linie (matKO-12, siehe  
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Abbildung 17-A) war das gewünschte Fragment deutlich zu erkennen, die aber in weiteren 
Regenerationsrunden nicht nur nicht stärker wurde, sondern schließlich ganz verloren ging 





















Abbildung 16: Erläuterung der Fragmentgrößen der matKO-RFLP-Analyse 
A: erwartete Größe des Wildtypgenoms nach Restriktion mit HindIII und Hybridisierung mit einer psbA-
spezifischen Sonde.  
B: erwartete Größen der ycf14-„knock-out“-Genomkopien nach Restriktion mit HindIII und Hybridisierung mit 




Da aber mittels PCR die aadA-Kassette in vielen Linien nachgewiesen werden konnte, 
wurden die „Southern Blots“ im folgenden mit zwei Sonden hybridisiert: Mit der bisher ver-
wendeten psbA-Sonde und zusätzlich mit einer aadA-Sonde. Wie aus Abbildung 16 ersicht-
lich, ist mit letzterer ein Signal bei 1.351 Bp zu erwarten. Der „Southern Blot“ B (Abbildung 
17) zeigt nun, daß alle Spuren bis auf die erste, die Wildtyp-DNA enthält, dieses Fragment 

































Abbildung 17: Southernanalyse der matKO-Transformanden 
Die erste Spur (WT) der beiden gezeigten „Southern Blots“ enthält jeweils Wildtyp-DNA.  
A: die weiteren Spuren enthalten DNA verschiedener Linien potentieller Transformanden in der 3. Re-
generationsrunde (siehe Tabelle 6), wobei nur mit einer psbA-spezifischen Sonde hybridisiert wurde.  
B: die weiteren Spuren enthalten verschiedene Proben der Transformante mKO-12 (römische Zahlen bezeichnen 
die Regenerationsrunde), hier wurde gleichzeitig mit einer psbA-spezifischen und einer aadA-spezifischen 




Das Modell in Abbildung 18 kann dies erklären: Die errechnete Fragmentgröße für ein 
Produkt, welches durch Rekombination zwischen dem trnK-Gen und der aadA-Kassette 
entsteht, be-trägt 5.969 Bp, nur 65 Bp größer als das Wildtypfragment. Bei einem Abstand 
von 687 Bp zwischen trnK und aadA-Kassette, ist dieses Ereignis wahrscheinlich. Auf die 
aadA-Kassette kann auf selektivem Medium nicht verzichtet werden. Da aber offenbar auch 
das ycf14-Gen nicht so ohne weiteres verloren gehen kann, ergibt sich diese Situation, die den 
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Abbildung 18: Rekombinationsmöglichkeiten nach matKO-Transformation 
A: Rekombination in den Randbezirken des Konstrukts, die den „knock-out“ von ycf14 zur Folge hat.  
B: Rekombination zwischen trnK und aadA, was die unterhalb des Pfeils gezeigte Situation zur Folge hat: die 
Genomkopie enthält sowohl das trnK-Intron als auch die aadA-Kassette. Zusätzlich werden Restriktions-





3.2.2 Modifizierter Inaktivierungsansatz 
 
 
Um eine Rekombination zwischen trnK und aadA-Kassette zu unterbinden, wurde ein 
modifiziertes „knock-out“-Konstrukt ersonnen, in dem mittels PCR ein 13 Bp großes Stück 
des trnK-Exons 2 (mit den „Primern“ M13rev und trnK+16S von pBSaadA+, dem die aadA-
Kassette enthaltenden Bluescriptvektor) mit nur 6 Bp Abstand vor die aadA-Kassette gehängt 
wurde (Abbildung 19). Zur Prozessierung der tRNA genügt dies, da die 3‘-Endonuklease 
offenbar die Sekundärstruktur der tRNA erkennt und eine Base vor dem Ende der tRNA 
schneidet (Mörl & Marchfelder 2001). Dies geschieht immer nach der 74. Base, unabhängig 
von der Sequenzumgebung (Oommen et al. 1992). Der Primer trnK+16S bindet die 16S-
Promotorregion des aadA-Gens der aadA-Kassette und hat einen Überhang, der den Teil des 
trnK-Exons 2 mit der XmaI-Schnittstelle enthält, in die im vorherigen Konstrukt das trnK-
cDNA-PCR-Produkt eingefügt worden war (siehe Beschreibung zur Abbildung 15). Hier 
konnte nun die aadA-Kassette in unmittelbare Nachbarschaft zum Ort des Geschehens 
gebracht werden und nicht mehr getrennt rekombinieren. Mit dem Restriktionsenzym XmaI 
wurde das Konstrukt B (siehe Abbildung 15) mit dem intronlosen trnK-Gen innerhalb des 
Exons 2 von trnK und das PCR-Produkt (das vorher zur Vermehrung und Erleichterung der 
Restriktion in einen TA-Vektor kloniert worden war) geschnitten, wobei Konstrukt B danach 
noch dephosphoryliert wurde. Mittels Ligation konnte schließlich die aadA-Kassette im 
direkten Anschluß (nur 6 Bp Abstand) an das intronlose trnK-Gen plaziert werden (siehe 
Abbildung 19). Nach Kontrolle des fertigen Konstrukts (matKOm) durch Sequenzierung 























Abbildung 19: Konstruktion eines modifizierten Inserts für den ycf14-„knock-out“ (matKOm) 
A: Ausgangskonstrukt ohne trnK-Intron (siehe Abbildung 15-B).  
B: Verknüpfung der aadA-Kassette mit trnK durch PCR (siehe Text).  
C: Insertion der aadA-Kassette in die XmaI-Schnittstelle hinter dem kompletten trnK-Gen.  





Nach Transformation mit dem matKOm-Vektor konnten zunächst keine Transformanden er-
halten werden, so daß dies wiederholt wurde. Nach erneuter Transformation gab es zumindest 
PCR-Signale mit aadA-spezifischen „Primern“ (aadAli59 und aadAre60, siehe Abbildung 




Bezeichnung Aussehen PCR Southern 
matKOm2-1 grüne Pflänzchen - (+) 
matKOm2-2, I grünes Pflänzchen - (+) 
matKOm2-3, I grüner Callus (+) (+) 
matKOm2-4, II grüner Callus + (+) 
matKOm2-5 hellgrüner Callus, verblaßt - - 
matKOm2-6, I kleiner hellgrüner Callus - (+) 
matKOm2-7, II kleiner grüner Callus + (+) 
matKOm2-8, I hellgrüner Callus - (+) 
matKOm2-9 grüner Callus - - 
matKOm2-10 kleiner hellgrüner Callus - - 
matKOm2-11 heller Callus - - 
 
Tabelle 7: Liste der potentiellen Transformanden nach wiederholter Transformation mit matKOm 
(siehe Abbildung 19) 
? bezeichnet abgestorbene Linien, (+) ein nur schwaches Signal, römische Zahlen hinter den Bezeichnungen der 
potentiellen Transformanden benennen die höchste Regenerationsrunde, in der Blattstückchen für die aufge-

















Abbildung 20: PCR von matKOm-Transformanden 
PCR einiger potentieller matKOm-Transformanden (siehe  
Tabelle 7) mit den aadA-spezifischen „Primern“ aadAli59 und aadAre60 (Produktgröße 478 Bp).  
M: Marker, WT: Wildtyp, p: Primärpflanze, römische Zahlen hinter den Bezeichnungen der potentiellen Trans-





Nach Restriktion mit HindIII wurde für Wildtypplastomkopien wie auch schon beim mKO-
Konstrukt mit psbA-spezifischer Sonde eine Fragmentlänge von 5.904 Bp erwartet. Trans-
formierte Genomkopien sollten dagegen ein Fragment von 2.830 Bp Länge mit psbA-
spezifischer Sonde und ein Fragment von 1.955 Bp Länge mit aadA-spezifischer Sonde 

























Abbildung 21: Erläuterung der Fragmentgrößen der matKOm-RFLP-Analyse 
A: erwartete Größe des Wildtypgenoms nach Restriktion mit HindIII und Hybridisierung mit der einge-
zeichneten psbA-Sonde.  
B: erwartete Größe der ycf14-„knock-out“-Genomkopien. 




Zunächst konnte nach Hybridisierung des „Southern Blots“ der potentiellen Transformanden 
mit psbA-spezifischer Sonde nur das Wildtypfragment von 5.904 Bp Länge beobachtet 
werden (siehe Abbildung 22–A). Erst nach längerer Exposition (2 Tage) konnte in einigen 
Fällen ein schwaches Signal auf Höhe des gewünschten Fragments der Transformanden von 
2.830 Bp ausgemacht werden (siehe Abbildung 22-B). In weiteren Generationsrunden wurde 
es nicht wieder gefunden. Es scheinen sich daher nur wenige Kopien des transformierten 
Genoms erhalten zu haben, offenbar gerade ausreichend, um die Spectinomycinresistenz 
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Abbildung 22: Southernanalyse der matKOm-Transformanden 
A: „Southern Blot“ mit verschiedenen potentiellen Transformanden (siehe  
Tabelle 7) nach Hybridisierung mit einer psbA-spezifischen Sonde.  
B: die selbe Blotmembran nach längerer Exposition. 











3.3.1 Phylogenie einer Edierungsstelle im ndhG-„Leader“ 
 
 
Die ndh-Gene der Plastiden und ihrer Vorläufer kodieren für Untereinheiten eines Komplexes 
in den Thylakoidmembranen, der homolog zur mitochondrialen NADH-Dehydrogenase ist 
(Casano et al. 2000). In Cyanobakterien findet man sieben Operons mit ndh-Genen (Kaneko 
et al. 1996). Im Lauf der Plastidenevolution wurden drei dieser Operons bei den meisten 
Arten zu einer Transkriptionseinheit verbunden: ndhHAIGE-psaC-ndhD (Matsubayashi et al. 
1987, Del Campo et al. 2000 und 2002, Legen et al. 2001). Es wurde in Mais neben einer 
Reihe intragenischer Edierungsstellen auch eine 10 Nukleotide vor dem ndhG-Gen entdeckt 
(siehe Abbildung 24), bei der wie in Plastiden die Regel ein Cytidin in ein Uridin verändert 
wurde. Im folgenden wird die Erforschung der Phylogenie dieser Edierungsstelle dargestellt. 
 
Blattmaterial 27 verschiedener Vertreter möglichst vieler verschiedener Monokotyledonen-
ordnungen (7 von 10, nach APG 1998, siehe Tabelle 8) wurde in flüssigem Stickstoff tief-
gefroren. Zunächst wurde DNA isoliert und mit den „Primern“ RMndhI und RMndhG in eine 
PCR-Reaktion eingesetzt. Das Produkt wurde dann mit dem „Primer“ ng2 sequenziert. Wurde 
an der betreffenden Stelle 10 Nukleotide vor dem Start des ndhG-Gens, an der in Mais die 
Edierungsstelle entdeckt worden war (siehe Abbildung 23), ein Cytidin gefunden, wurde aus 
dem gleichen Blattmaterial RNA isoliert und dieses in cDNA umgeschrieben. Durch Ver-
gleich mit der DNA-Sequenz konnte überprüft werden, ob die entsprechende Stelle in der 
getesteten Art ediert wird oder nicht. Wurde an der Stelle ein Thymidin gelesen, was in den 





Allium cepa (Zwiebel) Asparagales 
Avena sativa (Hafer) Poales 
Canna indica Hybride „Felix Ragout“ (Indisches Blumenrohr) Zingiberales 
Chlorophytum comosum (Grünlilie) Liliales 
Dicranopygium microcephalum Pandanales 
Eleusine coracana (Fingerhirse) Poales 
Eragrostis tef Poales 
Eriocaulon fenestratum Poales 
Flagellaria indica Poales 
Hanguana malayana Commelinales 
Hordeum vulgare (Gerste) Poales 
Hydrocharis morus-ranae (Froschbiß) Alismatales 
Iris germanica var. germanica Barbata-Elator-Gruppe  
„Mohr Lemonade“ (Schwertlilie) 
Asparagales 
Joinvillea ascendens var. glabra Poales 
Juncus inflexus (Binse) Poales 
Narcissus pseudonarcissus Asparagales 
Oncidium ansiferum Asparagales 
Oryza sativa (Reis) Poales 
Saccharum officinarum (Zuckerrohr) Poales 
Secale cereale (Roggen) Poales 
Sorghum bicolor (Hirse) Poales 
Tradescantia ohiensis (Dreimasterblume) Commelinales 
Tripsacum dactyloides var. hispidum Poales 
×Triticosecale Wittmack Poales 
Triticum aestivum (Weizen) Poales 
Typha angustifolia (Rohrkolben) Poales 
Zea mays (Mais) Poales 
Tabelle 8: Liste der 27 untersuchten Pflanzenarten 






Abbildung 23: Sequenzbeispiel der ndhG-5‘-Region 
Oben links ist ein Ausschnitt eines Sequenzgels von DNA, rechts von cDNA aus Mais gezeigt. Die 
Edierungsstelle, an der sich im Fall von DNA ein C(ytidin) befindet und in der cDNA ein T(hymidin) ist mit 
Pfeilen gekennzeichnet. 
Darunter ist die ausgeschriebene Sequenz zu sehen, in der neben der Edierungsstelle (C→U) auch der Beginn 




Unter den Gräsern wurden folgende Arten als potentielle Edierer (d.h. mit Cytosin an 
betreffender Stelle) identifiziert: Eleusine coracana (Fingerhirse), Oryza sativa (Reis), 
Saccharum officinarum (Zuckerrohr), Sorghum bicolor (Hirse), Tripsacum dactyloides und 
Zea mays (Mais). Bei den meisten dieser Arten wurde auch erwartungsgemäßig Edierung der 
betreffenden Stelle gefunden. Einzig bei Sorghum bicolor wird die Position nicht ediert, 
wobei diese Art auch an anderer Stelle aus dem sonst zwischen den Spezies hochkon-
servierten Bereich herausfällt. Um sicher zu gehen, daß bei der Sorghum bicolor-cDNA keine 
DNA-Kontaminationen vorlagen, wurden damit noch andere Edierungsstellen getestet, die 
sich der Erwartung entsprechend verhielten. Man muß also davon ausgehen, daß Sorghum 
bicolor in diesem Punkt von den anderen Gräsern abweicht. Ein ähnlicher Fall ist eine 
Edierungsstelle im rpoB-Gen, die in Gerste nicht ediert wird, sonst aber in allen anderen 
getesteten Arten (Zeltz et al. 1993). Hier wird angenommen, daß dies durch kompensatorische  
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Mutationen im cis-Bereich tolerierbar wird, was für Sorghum bicolor ebenfalls der Fall sein 
könnte. Üblicherweise befinden sich Edierungsstellen an für den Organismus wichtigen 
Punkten (Maier et al. 1996).  
 
 
Abbildung 24: Sequenzvergleich der ndhG-„Leader“ verschiedener Spezies 
Über dem „Alignment“ ist das ndhG-Operon von Mais und Synechocystis zu sehen, um anzuzeigen, wo sich der 
Sequenzausschnitt befindet. Der Stern markiert ein intronhaltiges Gen, die Punkte Edierungsstellen. 
Im „Alignment“ der Sequenzen (ab 100 Bp vor dem ndhG-Start) von 27 verschiedenen Spezies (Tabelle 8) ist 
die Edierungsstelle (falls vorhanden) eingerahmt. Ebenso wurde das ndhG-Gen und ein potentielles kurzes Lese-




Neben der Edierungsstelle, die Hauptaugenmerk dieser Untersuchung war, fiel auf, wie hoch- 
konserviert die Sequenz, die aus der (cyano-)bakteriellen Shine-Dalgarno-Sequenz abgeleitet 
werden kann, zwischen den unterschiedlichen Spezies ist (siehe Abbildung 24), worauf in 
Kapitel 4.2.2 noch näher eingegangen werden soll. Allgemein ist bemerkenswert, daß sich der 
intergenische Bereich zwischen ndhI und ndhG im Vergleich zu den Cyanobakterien im Lauf 
der Plastidenevolution immens vergrößert hat, so daß eine Reihe neuer regulatorischer 
Sequenzbereiche zusätzlich zur Shine-Dalgarno-Sequenz denkbar erscheinen. 
 
Desweiteren sollte untersucht werden, wann die beobachtete Edierungsstelle im Laufe der 
Evolution entstanden sein könnte. Hierzu wurden die in Abbildung 24 gezeigten Sequenzen in 
die Berechnung eines Stammbaumes, basierend auf einer „Maximum Parsimony“-Analyse 
(Holger Hupfer, Details siehe Drescher et al. 2002), einbezogen. Den damit abgeleiteten 
wahrscheinlichsten Stammbaum zeigen Abbildung 25 und Abbildung 26. Aus dem Stamm-
baumdetail, welches die Gräser hervorhebt (siehe Abbildung 26), wird ersichtlich, daß sich 
die Edierungstelle auf dem Weg zum Mais auf einer recht späten Stufe entwickelt hat: 
Nachdem sich bereits einige Poaceaenspezies phylogenetisch trennten. So kann man die 
untersuchten Gräser in zwei Gruppen einteilen: Ein Zweig, der zu den Panicoidae (hier 
Saccharum officinarum, Sorghum bicolor, Tripsacum dactyloides und Zea mays), Bam-
busoidae sensu lato (hier Oryza sativa) und Chloridoidae (hier Eleusine coracana und 
Eragrostis tef) führte und ein zweiter, der zu den Pooidae (hier Avena sativa, Hordeum 
vulgare, Secale cereale, ×Triticosecale Wittmack und Triticum aestivum) führte (siehe Auf-
gabelung). Unter den Arten, die sich nach Einführung der Mutation vom Thymidin zu Cytidin 
von der anderen Gruppe, bei der das Thymidin nicht mutierte, trennten, sind zwei „Nicht-
edierer“ zu finden: Sorghum bicolor, das sein Cytidin nicht ediert, und Eragrostis tef, bei dem 
eine Rückmutation zum Thymidin stattfand. Denkbar wäre alternativ, daß die Edierungsstelle 
schon zu Beginn der Gräserentwicklung auftrat und im Vorläufer der Pooidae oder jedem 
einzelnen Vertreter dieser Gruppe und in Eragrostis tef unabhängig voneinander verloren 
ging, und zusätzlich bei Sorghum bicolor die Fähigkeit zur Edierung der Stelle. Das scheint 

































Abbildung 25: Stammbaum der untersuchten Arten 
Der Stammbaum wurde aus den in Abbildung 24 gezeigten Sequenzen errechnet. Zu den im Laufe der Arbeit 































Abbildung 26: Stammbaumausschnitt der Gräser 
T kennzeichnet Arten, bei denen sich an der betreffenden Stelle bereits ein Thymidin befindet. Bei Arten mit 




Beim Sequenzvergleich fiel weiter auf, daß die konservierte Sequenz bei den Gräsern un-
mittelbar vor dem ndhG-Gen, für ein kurzes Peptid (PEP12) kodieren könnte (siehe 
Abbildung 27 und Diskussion Kapitel 4.2.2). Um die Existenz des Peptids zu überprüfen, 
wurde schon im Vorfeld zur vorliegenden Arbeit PEP12 sowohl C- als auch N-terminal an 
BSA gekoppelt und zur Gewinnung von Antiserum eingesetzt. Mit diesem zur Verfügung 
gestellten Antiserum wurde nun im Zuge dieser Arbeit mit einer Reihe von Westernanalysen 
versucht, das Peptid in vivo nachzuweisen. Wie in Abbildung 28-a zu erkennen ist, reagiert 
das Antiserum in einem Slot Blot-Ansatz mit einer PEP12-Probe und schwächer auch mit 
BSA. Auch bei einem Standard-„Western Blot“ ist mit PEP12 ein deutliches Signal zu er-
kennen, allerdings war ein solches Fragment in keinem Fall in den unterschiedlichen Proben 
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Abbildung 27: Sequenz des potentiellen Peptids PEP12 
a mRNA- und Peptidsequenz und deren Veränderung durch Edierung (Mais). 










Abbildung 28: Westernanalysen mit dem synthetisierten Peptid PEP12 
a „Slot Blot“ mit PEP12 in verschiedenen Verdünnungen (rechts) im Vergleich zu Verdünnungen von BSA 
(links), an das es zur Überexprimierung gebunden war. 
b „Western Blot“ eines Laemmli-Gradientengels (12-22 %), auf dem (von links nach rechts) 5 µg PEP12 und je    






3.3.2 Untersuchungen an Mais-Mutator-Mutanten 
 
 
Zur Suche von nukleär kodierten Plastidenfaktoren wurden durch das Mutator-Transposon in-
duzierte Maismutanten (z.B. Barkan et al. 1986, 1994, Voelker & Barkan 1995, Jenkins et al. 
1997, Barkan & Goldschmidt-Clermont 2000) hergestellt und unter anderem auf Edierungs-
ausfälle hin untersucht. In einigen Linien war das Fehlen von Edierung der Edierungsstelle 
des petB-Gens beobachtet worden. Das petB-Gen kodiert für die Untereinheit Cytochrom b6 
des Cytochrom b6/f-Komplexes, ist Teil eines polyzistronischen Transkripts und wird durch 
ein langes Intron unterbrochen, wobei das erste Exon nur 16 Bp (in Mais) lang ist. Schon in 
ungespleißten petB/petD-Transkripten von Mais wurde vollständig edierte mRNA nach-
gewiesen (Freyer et al. 1993). Die Edierungsstelle im petB-Gen befindet sich an der 
Kodonposition 204 und kommt außerdem in einigen weiteren Gräsern, aber auch in Tabak 
vor, wo festgestellt wurde, daß schon ungespleißte Transkripte ediert vorliegen, und Edierung 
auch in nichtphotosynthetischem Gewebe erfolgt (Hirose et al. 1994). In diesem Fall handelt 
es sich um eine besonders wichtige Edierungsstelle, weil bei Einbau einer falschen Amino-
säure an dieser Stelle die Funktion des Proteins erheblich beeinträchtigt ist. Es handelt sich 
um ein Leucin, das Teil einer α-Helix ist, die für das Binden einer Hämgruppe verantwortlich 
zeichnet. Ohne RNA-Edierung wird an dieser Stelle für ein Prolin kodiert, eine Aminosäure, 
die dafür bekannt ist, α-Helices aufzubrechen (Freyer et al. 1993). Die Bedeutung dieses 
Leucins, das in Mais und Tabak nach Edierung aus dem ursprünglichen Prolinkodon 
hervorgeht, wurde durch Transformation des Prolinkodons in Chlamydomonas reinhardtii, 
das an dieser Stelle bereits ein Leucin besitzt, getestet (Zito et al. 1997): Um sicher zu gehen. 
daß Chlamydomonas nicht in der Lage war, die Stelle zu edieren, wurde in einem zweiten 
Ansatz ein anderes Prolinkodon (CCT) als das in den Edierern vorkommende (CCA) an Stelle 
des Leucinkodons (TTA) eingefügt. Es konnte nachgewiesen werden, daß in den Mutanten 
keine Hämbindung des Cytochrom b6/f-Komplexes erfolgte. Erwartungsgemäß zeigten die 
Mutanten einen sogenannten hcf-Phänotyp (high chlorophyll fluorescent), der ein Fluores-
zenzmuster zeigt, das auf einen Ausfall des Cytochrom b6/f-Komplexes rückschließen läßt 
(wie in Abbildung 31). Typisch ist auch das blasse und schmächtige Erscheinungsbild solcher 
Mutanten (wie in Abbildung 30).  
Im Zuge der vorliegenden Arbeit wurden für ausführlichere Experimente jeweils zehn Samen 
verschiedener Maismutatormutantenlinien, bei denen bereits Ausfälle in der petB-Edierung 
beobachtet worden waren, gesät. Nach 10 Tagen wurden die Blätter entnommen und in 
flüssigem Stickstoff eingefroren. Hieraus wurde RNA isoliert und durch reverse Transkription 
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in cDNA umgeschrieben (siehe Kapitel 2.7). Ein PCR-Produkt aus dieser cDNA mit den 
„Primern“ petP1 und petP2 wurde mit dem „Primer“ petBseq (LI-COR) oder mit petPseq 
(ABI) sequenziert, und die Edierungsrate wurde im Vergleich zur Wildtypedierung, die bei 
Maisblattmaterial zu 100 % erfolgt, untersucht. Einige der Mutanten waren an dieser Stelle 
nicht vollständig ediert, d.h. das dort sowohl ein Cytidin als auch ein Thymidin gelesen 
wurden (siehe Abbildung 29). Das korrelierte nicht immer mit dem Befund einer im 
Vergleich zum Wildtyp sichtbar veränderten Fluoreszenz, weswegen in sämtlichen Mutanten 
die Fluoreszenz gemessen wurde (siehe Tabelle 9). Oft waren die Mutanten allerdings schon 
durch ihr blasses Erscheinungsbild und ihren im Vergleich zum Wildtyp kleinen Wuchs zu er-
kennen (siehe Abbildung 30). Im Extremfall sind solche Mutanten nicht über das Keimlings-
stadium hinaus lebensfähig, wenn der Samen aufgebraucht ist und Photosynthese zur Energie-





Abbildung 29: Sequenz um die petB-Edierungsstelle 
In der gezeigten Beispielsequenz (C34-4 (A), siehe Tabelle 10) befindet sich die Edierungsstelle an Position 71 
(siehe Pfeil). Das in der Wildtyp-DNA an dieser Stelle vorkommende Cytidin, ist in der cDNA der Mutante noch 














Abbildung 30: Morphologie der Maismutatormutanten 
A: Schale mit vier Maislinien (je 10 Pflanzen): C34-8, C34-4, C34-1 und WT (von links nach rechts), siehe  
Tabelle 9.  
B: direkter Vergleich einer Wildtypplanze mit einer Mutante mit besonders stark ausgeprägtem hcf-Phänotyp.  




Fluoreszenz entsteht unter anderem, wenn nach Lichteinfall im Zuge der Photosynthese 
Plastochinon A (QA) reduziert wird, wobei die Geschwindigkeit und Stärke der Reduktion 
davon abhängt, wie lange die Pflanze vorher im Dunkeln gestanden hat. Der typische 
Kurvenverlauf zeigt einen zunächst mehr oder weniger steilen Anstieg zu einem Maximum, 
dem ein Abfall bis zu einem konstanten Niveau folgt, wobei dieser Abfall typischerweise 
zunächst schneller und dann sanfter erfolgt (siehe Abbildung 31,WT-Kurve). Bei längerer 
Adaptation an Dunkelheit kann es noch zu einem oder mehreren ozsillierenden 
Zwischenpeaks kommen. Der Abfall der Kurve reflektiert die Reoxidation von QA, das 
verstärkt Elektronen abgeben kann, wenn der Elektronentransfer der Photosynthesekette erst 
einmal in Gang gekommen ist, was sich beim extremen Übergang vom Dunkel ins Licht 
oszillierend auf ein Gleichgewicht einpendeln muß (Zwischenpeaks). Im Fall der petB-
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Edierungsmutanten jedoch ist der Elektronentransport unterbrochen, weil intakter Cytochrom-
b6/f-Komplex fehlt. Der einmal erreichte Reduktionstatus bleibt erhalten, so daß nach dem 
anfänglichen Anstieg ein gerader Kurvenverlauf zu beobachten ist (siehe Abbildung 31, hcf-
Kurve). Vor dem beschriebenen steilen Fluoreszenzanstieg nach Applikation eines 
Lichtpulses, wurde eine niedrige Grundfluoreszenz gemessen, die auf angeregte Chlorophyll a 
Moleküle im Antennenkomplex von Photosystem II zurückzuführen ist. Bei den bereits 
erblaßten Mutanten scheinen im allgemeinen weniger Photosynthesekomplexe vorhanden zu 
sein, weswegen sowohl das Maximum der Grundfluoreszenz als auch das Maximum der 
induzierten Fluoreszenz niedriger als beim Wildtyp ausfallen (vergleiche in Tabelle 9), wo 



















Abbildung 31: Typische Floureszenzkurven von Wildtyp- und hcf-Pflanzen 





C263-3 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. dunkel hell mittel mittel mittel dunkel mittel abgest. dunkel mittel 
Fluoresz. WT hcf WT WT WT WT WT - WT WT 
Edierung  70 % WT 80 % WT WT 90 % WT - WT WT 
C263-1 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. hell mittel mittel dunkel hell mittel hell abgest. n. gek. n. gek. 
Fluoresz. hcf WT hcf WT hcf WT hcf - - - 
Edierung WT WT 50 % WT WT WT WT - - - 
C40-2 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. mittel mittel. abgest. dunkel dunkel dunkel dunkel dunkel mittel abgest. 
Fluoresz. WT hcf - WT hcf ZT ZT WT WT - 
Edierung WT 90 % - WT WT WT WT WT WT - 
C260-9 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. dunkel hell dunkel mittel dunkel mittel mittel mittel mittel hell 
Fluoresz. WT hcf WT WT WT WT WT ZT WT hcf 
Edierung WT 90 % WT WT WT WT WT WT WT 90 % 
AB763-3 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. dunkel mittel mittel mittel mittel dunkel dunkel dunkel n. gek. n. gek. 
Fluoresz. WT hcf hcf WT WT WT WT WT - - 
Edierung WT 90 % WT WT WT WT WT WT - - 
C34-1 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. hell mittel mittel mittel mittel mittel hell dunkel mittel mittel 
Fluoresz. hcf WT WT WT WT WT WT WT WT WT 
Edierung 70 % 80 % 60 % 50 % WT 90 % 80 % WT 90 % 90 % 
C139-9 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. mittel dunkel mittel mittel mittel hell mittel mittel abgest. mittel 
Fluoresz. WT WT hcf WT WT WT WT WT - WT 
Edierung WT WT 90 % WT WT WT WT WT - WT 
C34-4 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. dunkel mittel mittel mittel hell hell mittel hell mittel mittel 
Fluoresz. WT WT WT WT hcf WT WT hcf WT WT 
Edierung 80 % 90 % 90 % WT 90 % 80 % 90 % WT 80 % WT 
C34-8 a b c d e f g h i j 
Blattfärb. mittel mittel hell hell dunkel mittel abgest. hell mittel n. gek. 
Fluoresz. WT WT hcf hcf WT WT - hcf WT - 
Edierung WT 80 % 80 % 80 % WT WT - 80 % 90 % - 
 
Tabelle 9: Fluoreszenz und Edierung der Maismutatormutanten 
Blattfärb.: Blattfärbung, Fluoresz.: Fluoreszenz (Kurvenverlauf), hcf: „high chlorophyll fluorescent“-Phänotyp, 
WT: Wildtyp-Phänotyp bzw. –Edierung, ZT: Zwischentyp, n. gek.: nicht gekeimt, abgest.: Pflanze vor Blatt-
probenentnahme abgestorben. a-j bezeichnen 10 Individuen der jeweiligen Mutantenlinie, deren Name in der 




In einer Northernanalyse mit einer petB-spezifischen Sonde (PCR-Produkt aus Mais-cDNA 
mit den „Primern“ petP1 und T7petB) sollte bei einer ausgewählten hcf-Pflanze, C34-1-d 
(siehe Tabelle 9), überprüft werden, ob die Transkription des Operons in den Mutanten ein 
verändertes Muster aufweist (siehe Abbildung 32). Die erwarteten Fragmentgrößen wurden in 
dieser Mutante genau wie im Wildtyp (Barkan et al. 1994) beobachtet. Die untersuchte 
Mutante zeigte nur noch 50 % der normalen Edierungsrate. Weder die Transkriptionsrate 



















Abbildung 32: petB-Northernanalyse 
„Northern Blot“ mit 10 µg RNA der Mutante C34-1-d. Rechts sind sämtliche Wildtyptranskriptlängen (nach 
Barkan et al. 1994) des petB-haltigen Operons, die mit petB-spezifischer Sonde zu erwarten sind, erläutert, 
wobei den mit einem * versehenen Transkriptlängen alternativ das petD-Intron fehlen kann. Links sind die 




Später wurden noch einmal je 10 Samen der Linien C34-1 und C34-4 ausgesät und untersucht 
(siehe Tabelle 10), wobei eine C34-4 Pflanze (A) die niedrigste Edierungsrate (20 %, siehe 
Abbildung 29) aufwies und in weitere Untersuchungen einbezogen wurde. Eine weitere Aus-




Bezeichnung der Pflanze Phänotyp Edierungsrate (%) 
C34-1 (A) hcf 80 
C34-1 (B) WT 90 
C34-1 (C) WT 90 
C34-1 (D) WT 100 
C34-1 (E) WT 100 
C34-1 (F) hcf 90 
C34-1 (G) hcf 80 
C34-1 (H) hcf 50 
C34-1 (I) WT 100 
C34-1 (J) hcf 80 
C34-4 (A) hcf 20 
C34-4 (B) WT 90 
C34-4 (C) WT 90 
C34-4 (D) hcf 60 
C34-4 (E) WT 100 
C34-4 (F) hcf 50 
C34-4 (G) WT 100 
C34-4 (H) hcf 90 
C34-4 (I) hcf 70 
C34-4 (J) WT 80 
 
Tabelle 10: Edierung bei den Mutanten der zweiten Aussaat 






So sollte bei der Pflanze C34-4 (A) herausgefunden werden, ob bei dieser Mutante noch 
andere Edierungsstellen beeinträchtigt sind. Die meisten Edierungstellen, die getestet wurden, 
zeigten sehr hohe Edierungsraten (80-100 %, siehe Tabelle 11). Einzig die im rpl2-Gen 
scheint beeinträchtigt, wo nur zu etwa 50 % ediert wurde (siehe Abbildung 33). 
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Edierungsstelle (Gen) verwendete „Primer“ Edierungsrate (%) 
matK K6/K7 80 
ndhB -II nb11/nb-P12 100 
ndhB –III nb11/nb-P12 100 
ndhB -IV nb11/nb-P12 100 
ndhB -V nb11/nb-P12 100 
ndhG-„Leader“ RMndhI/RMndhG, ng2 90 
rpl2 rpl2rev/rpl23-S 50 
ycf3 ycf3-P14/ycf3-P9 80 
 
Tabelle 11: Untersuchte Edierungsstellen der Mutante C34-4 (A) 
In der mittleren Spalte befinden sich die „Primer“, die eingesetzt wurden, um die entsprechenden 
Edierungsstellen durch PCR von cDNA auf Edierung zu überprüfen. Die „Primer“, die außerdem in die 










Abbildung 33: Sequenz um die rpl2-Edierungsstelle 
In der gezeigten cDNA-Sequenz von C24-4 (A) befindet sich die rpl2-Edierungsstelle an Position 278 (siehe 
Pfeil). Die Sequenzierung erfolgte gegen die Leserichtung des Gens. Man sieht also die komplementären Basen 








4.1 Diskussion zu ycf1 
 
4.1.1 ycf1 – Stand der Forschung 
 
In diesem Kapitel soll zunächst zusammengefaßt werden, was über ycf1 bisher bekannt ist: 
ycf1 enthält keine Introns und wurde bisher nicht bei monokotylen Pflanzen gefunden. Es hat 
Homologe in Nicotiana tabacum (ORF1901, Shinozaki et al. 1986), Marchantia polymorpha 
(ORF1068, Ohyama et al. 1986), Epifagus virginiana (ORF1738, Wolfe et al. 1992), 
Oenothera berteriana (ORF1005, Nimzyk et al. 1993), Pinus thunbergii (ORF1756, Tsudzuki 
et al. 1994), Arabidopsis thaliana (ORF1768, Sato et al. 1999), Lotus japonicus (ORF1794, 
Kato et al. 2000) Oenothera elata Plastom I (ORF2464, Hupfer et al. 2000), Spinacia 
oleracea (ORF1833, Schmitz-Linneweber et al. 2001-a), Atropa belladonna (ORF1880, 
Schmitz-Linneweber et al. 2002) und schwächere Homologien in einigen Grünalgen, wie z.B. 
Chlorella vulgaris (ORF1720, Wakasugi et al. 1997).  
Bemerkenswert dabei ist das Vorkommen von ycf1 in Epifagus virginiana, da dieser Wurzel-
parasit keinerlei Gene für den Photosyntheseapparat besitzt (Wolfe et al. 1992). Es erscheint 
also unwahrscheinlich, daß das Genprodukt von ycf1 in die Photosynthese involviert ist.  
Die Tatsache, daß ycf1 in Landpflanzen stark konserviert ist und sonst (in schwächerer Homo-
logie) nur in Grünalgen gefunden wurde, wurde darauf zurückgeführt, daß Grünalgen näher 
mit den Landpflanzen verwandt sind als Braun- und Rotalgen (Wakasugi et al. 1997).  
Auch in anderen Fällen wurden zur ycf1-Sequenz homologe Regionen gefunden. Im 
Tomatenkerngenom wurde ein 70 Bp langes Stück gefunden, das um 86 % zu ycf1 in Tabak 
homolog ist (Blanchard & Schmidt 1995). Es ist anzunehmen, daß von einem hochkon-
servierten Gen bei den Pflanzen, bei denen es nicht im Plastom gefunden wird, eine Kern-
kopie vorhanden ist. Da es sich aber um ein Stück von nur 1,4 % der Gesamtlänge von ca. 
5.000 Bp handelt, scheint die Homologie nicht beweiskräftig zu sein. Bei der Recherche mit 
BLAST finden sich ebenfalls kürzere ycf1-Stücke (5‘-Bereich des Gens) auf mehreren Kern-
chromosomen von Reis.  
In Chlamydomonas reinhardtii wurde ebenfalls ein Homolog zu ycf1 beschrieben (ORF1995, 
Boudreau et al. 1997), welches von ähnlicher Größe ist wie die oben genannten Beispiele. Da 
hier nach Transformation eines mutierten ORF1995 die Transformanden heteroplastomisch 
blieben, d.h. sich ein Gleichgewicht zwischen Mutanten- und Wildtypallel einstellte (siehe 
Kapitel 2.6.2.3), wurde davon ausgegangen, daß das Genprodukt von ORF1995 für das 
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Überleben der Zelle essentiell ist. Nach Sequenzanalyse konnten keine Introns gefunden 
werden. In der Strukturvorhersage wurde N-terminal ein hydrophober Bereich mit fünf Trans-
membranhelices festgelegt. Der Rest des ORF1995-Genprodukts soll hydrophil und stark ge-
laden sein (vergleiche mit Abbildung 34). In einem „Northern Blot“ konnte ein 7,4 kB langes 
Transkript mit ORF1995-spezifischen Sonden identifiziert werden, wonach also das gesamte 
offene Leseraster transkribiert wird. Allerdings sprechen eher strukturelle als sequenzielle 
Übereinstimmungen für Gemeinsamkeiten zwischen ORF1995 und ycf1. So beträgt die Se-
quenzhomologie zu Tabak z.B. nur 20 %. Signifikante Homologie konnte nur zu offenen 
Leserastern von Chlamydomonas eugametos, Nephroselmis olivacea und Chlorella vulgaris 
gefunden werden. Eine Homologie von immerhin 24,7 % gibt es zwischen dem ORF1995-
Homolog von Chlorella und dem ycf1-Homolog von Marchantia polymorpha, weswegen die 
Autoren hier eine Art evolutionäre Zwischenstufe zwischen ORF1995 und ycf1 postulieren. 
Allgemein fällt auf, daß die Nukleotidsequenz von ycf1 in verschiedenen Spezies recht 
variabel ausfällt. Vergleicht man jedoch die Hydropathieplots der homologen Genprodukte, 
ist die Verwandtschaft unverkennbar: Man findet immer einen hydrophoben Bereich am An-
fang des Gens, während der Rest des Gens nur ein paar wenige Extrembereiche aufweist, die 




Abbildung 34: Hydropathieprofil von ycf1 aus Tabak 
(nach Kyte & Doolittle 1982) 




Bisher konnte zwar Transkription von ycf1 nachgewiesen werden (Hajdukiewicz et al. 1997, 
Abbildung 2 in Kapitel 3.1.1), aber noch kein funktionelles Genprodukt. Da es sich aber um 
ein stark konserviertes Leseraster handelt, ist wahrscheinlich, daß es auch zu funktionellen 
Polypeptiden translatiert wird (Gruissem 1989). Der Transkriptionsstart befindet sich noch im 
„Inverted Repeats“-Bereich (IRA), so daß es immer ein kurzes ORF gleicher Sequenz im 
anderen IR gibt, während der Großteil des restlichen Gens in der kleinen Einzelkopie-Region 
(SSC) zu finden ist. Abgelesen wird am inneren Strang, also im Uhrzeigersinn (siehe 
Abbildung 1). Hajdukiewicz et al. haben 1997 mit Tabakmutanten, die ein deletiertes rpoB-
Gen enthalten (später von DeSantis-Maciossek et al. 1999 mit rpoA, B und C1 ausführlicher 
untersucht), die Transkription einer Reihe von Genen überprüft, nachdem Allison et al. 1996 
Transkriptionsaktivität in diesen Mutanten nachweisen konnten. Sie unterteilten die Gene in 
drei Gruppen: Klasse I enthält Gene, die nur von der plastidenkodierten RNA-Polymerase 
(PEP) transkribiert werden, für die die Mutanten also keine Transkription zeigten, Klasse II 
enthält Gene, die sowohl von der kernkodierten (NEP) als auch von der plastomkodierten 
RNA-Polymerase (PEP) abgelesen werden, und Klasse III enthält Gene, die nur von der kern-
kodierten RNA-Polymerase (NEP) transkribiert werden (siehe auch Kapitel 1.4.3). In diesem 
Test wurde ycf1 der Klasse II zugeordnet. Allerdings konnte für ycf1 nur ein NEP-Promotor 
vom Typ Ib mit GAA-Box und YRT-Box in typischem Abstand identifiziert werden (Weihe 








Abbildung 35: Sequenz des ycf1-Promotors 
Gezeigt ist die ycf1-Promotorsequenz von Tabak. Die für einen NEP-Promotor vom Typ Ib typischen Boxen 




Außerdem wurde im ycf1-Gen ein Replikationsstart (ori) entdeckt (Lu et al. 1996, Kunni-
malaiyaan et al. 1997). Er befindet sich am Anfang des Gens. Da sich in diesem Bereich nach 
Redigieren der Tabaksequenz die Positionen besonders stark verschoben haben, konnte erst 
nach Veröffentlichung der Sequenz eindeutig zugeordnet werden, an welcher Stelle er 
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tatsächlich liegt, und ob er für die „knock-out“-Mutanten von Bedeutung ist (Kunnimalaiyaan 
& Nielsen 1997). Es stellte sich heraus, daß das Deletionskonstrukt (siehe Abbildung 3) tat-
sächlich ein Stück des Replikationsstarts beinhaltet, so daß nur im Fall der Insertionsmutante 
weiterhin von einem ycf1-„knock-out“ ausgegangen werden kann, wogegen die Deletions-
mutante gleichfalls einen oriB-„knock-out“ darstellt (Details Abbildung 36). Vor kurzem 
konnte allerdings gezeigt werden, daß auf eine Kopie von oriB und auf oriA komplett ver-
zichtet werden kann: in verschiedenen Ansätzen wurden oriA und oriB durch Plastiden-
transformation deletiert, wobei lediglich der Ansatz, in dem gleichzeitig ycf1 deletiert wurde, 
keine homoplastomischen Linien hervorbrachte (Mühlbauer et al. 2002). Im Falle des oriB-
„knock-outs“ wurden dabei zwei unterschiedliche Konstrukte für die beiden IRs gleichzeitig 
transformiert, wobei zunächst die Mehrheit der Transformanden (22 von 35) beide Konstrukte 
in ihrem Plastom integriert zeigten, d.h. beide IRs transformiert waren. Doch schon nach 
wenigen Regenerationsrunden konnte auch bei diesen nur noch eine der beiden Versionen 
















Abbildung 36: Sequenz der oriB-Region von Tabak 
Die oriB-Sequenz (nach Kunnimalaiyaan & Nielsen 1997) wurde eingerahmt. „Repeats“ wurden fett markiert, 
die Regionen, die eine Stammschleifenstruktur ausbilden, unterstrichen. Die Restriktionsschnittstellen, die für 
die Konstruktion der „knock-out“-Vektoren verwendet wurden (siehe Abbildung 3), sind rot und namentlich ge-
kennzeichnet; so befindet sich die für die Deletionsmutation verwendete BamHI-Schnittstelle innerhalb des ori, 
während sich die für die Insertionsmutation verwendete SpeI-Schnittstelle außerhalb befindet. 
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4.1.2 Ycf1 - ein plastidärer Replikationsfaktor? 
 
Daß in den oben beschriebenen ori-„knock-out“-Experimenten (Mühlbauer et al. 2002) 
lediglich der oriB-„knock-out“ im IRA keine homoplastomischen Linien hervorbrachte, zeigt 
zum einen, daß beide in Kapitel 3.1.2 beschriebenen Konstrukte als ycf1-„knock-outs“ 
(Abbildung 3) funktionieren, zum anderen, daß ORF350, welches im IRB liegt und dem 5’-
Bereich des ycf1-Gens entspricht (bis auf 52 Bp im SSC-Bereich), da es mitsamt seinem oriB 
in getrennten Transformanden homoplastomisch deletiert vorlag, kein essentielles Gen ist. In 
der Northernanalyse mit einer ebenfalls zu ORF350 komplementären ycf1-Sonde (siehe 
Abbildung 2) konnte kein Transkript von für ORF350 zu erwartender Größe (1.053 Bp) nach-
gewiesen werden. Somit scheint es sich um kein funktionelles Gen zu handeln, sondern um 
eine zufällige durch die IR-Grenzen bestimmte funktionslose Kopie des 5‘-Bereichs von ycf1. 
Außerdem befindet sich der 5‘-Bereich von ycf1 keineswegs in allen Arten in der „Inverted 
Repeat“-Region, wobei dann auch ein ORF350-Homolog fehlt. Möglicherweise liegt diese 
Dopplung des Genstücks nur in Arten vor, in denen sich dort der Replikationsstart befindet, 
der so wichtig für die Plastide ist, daß eine Sicherung durch eine zweite Kopie sinnvoll er-
scheint. Abgesehen davon legen vor allem die in der PFGE gefundenen Anomalien der 
Plastomlängen in den ycf1-„knock-out“-Mutanten (siehe Abbildung 10) eine bei der 
Replikation zu suchende Funktion von ycf1 nahe, da das Vorhandensein längerer Chromo-
somen auf Fehlern in der Replikation beruhen könnte. Allerdings wäre nicht einsichtig, 
warum im heteroplastomischen Zustand keine Kompensierung durch von den anderen 
Genomen exprimiertes Ycf1-Protein erfolgen sollte; es sei denn, das im RFLP beobachtete 
Verhältnis zwischen Wildtyp- und Mutantengenom reflektiert das Verhältnis unterschied-
licher Plastidentypen. So ist denkbar, daß es in den Mutanten Wildtypplastiden mit normaler 
Replikation neben Mutantenplastiden mit gestörter Replikation geben könnte. Morphologisch 
könnte es sich um die im Elektronenmikroskop beobachteten kleinen Chloroplasten (siehe 
Abbildung 5) handeln, die nur an den Blatträndern gehäuft beobachtet, in weiter nach innen 
liegenden Blattbereichen seltener wurden, und die neben gesund aussehenden Wildtyp-
chloroplasten zu finden waren. Die Tatsache, daß auch innerhalb einer Zelle Wildtypchloro-
plasten und Mutantenchloroplasten beobachtet wurden, untermauert diese Hypothese. 
Dabei ist auch zu beachten, daß die Plastidenreplikation von Samenpflanzen unabhängig vom 
Zellzyklus ist. Um daher die Replikation einzelner Plastiden zu synchronisieren, kann eine 
Zellkultursuspension in der stationären Phase zur Replikation angeregt werden, indem man 
sie in frisches Medium gibt (Takeda et al. 1992). Höchste Replikationsaktivität findet man in 
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jungen, sich entwickelnden Plastiden, in unreifen Blattzellen besonders junger Blätter oder in 
sich erweiternden Blattregionen (Hedrick et al. 1993, Sato 2001), wo auch in der Northern-
analyse die höchste Transkriptionsrate (Blattprimordien, siehe Abbildung 2) und in der 
Westernanalyse am ehesten das Ycf1-Protein nachgewiesen werden konnte (siehe Kapitel 
3.1.5). Da es sich bei der Plastidenreplikation durchaus um eine essentielle Eigenschaft 
handelt, könnte eine noch eindeutig zu beweisende Rolle von ycf1 hierbei die Ergebnisse der 
„knock-out“-Experimente erklären.  
Andererseits könnte die erhöhte ycf1-Expression bei bestimmten Temperaturschwankungen 
(siehe Abbildung 14) auf einen Transkriptionsfaktor deuten, der für einen kurzen Zeitab-
schnitt für das Anschalten bestimmter Reparaturgene verantwortlich zeichnet. 
 
 
4.1.3 Zum Einsatz des blaulichtinduzierten psbD-Promotor 
 
 
Dem psbD-psbC-Operon sind mehrere Promotoren vorangestellt (Sexton et al. 1990). Bei 
dem für die beschriebenen Experimente verwendeten Promotor (Abbildung 37) handelt es 
sich um einen blaulichtinduzierten PEP-Promotor, der sich bei Tabak zwischen den Posi-
tionen 33.485 und 33.565 des Plastidenchromosoms befindet. Erstmals 1988 wurde be-
schrieben, daß vom psbD-psbC-Operon in Gerste bei Etioplasten andere Transkripte akku-
mulierten als in Chloroplasten (Gamble et al. 1988). Ein Jahr später wurde entdeckt, daß das 
psbD-psbC-Operon in Tabak von mehr als einem Promotor ausgehend abgelesen wird (Yao  
et al. 1989): Es wurden fünf Transkriptionsstarts gefunden. Schließlich zeigte sich, daß der 
lichtinduzierte Promotor durch blaues und UV/A-Licht induzierbar ist (Gamble & Mullet 
1989) Es wird angenommen, daß damit die D2-Synthese (Genprodukt von psbD) nach 
Schäden durch UV-Licht aufrecht erhalten werden soll (Christopher et al. 1999). Nach „trans-
cript mapping“- und „capping“-Experimenten bei Gerste wurden vier Transkriptionsstarts 
gefunden, denen auch eine –35/-10 Promotorkonsensussequenz zugeordnet werden konnten 
(Sexton et al. 1990). Davon wurde einer ausschließlich bei Pflanzen gefunden, die im Licht 
gewachsen waren. Dieser Promotor liegt hochkonserviert in verschiedenen Mono-
kotyledonen- und Dikotyledonenarten vor und kommt sogar in Cyanobakterien vor 
(Christopher et al. 1992).  
In Experimenten mit dem an das Markergen uidA fusionierten psbD-Promotor zeigten nur im 
Hellen gewachsene Transformanden ein uidA-Transkript, während ans Dunkle adaptierte 
Pflanzen kein Signal erbrachten (Allison & Maliga 1995). In Deletionsversuchen dieses 
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Konstruktes wurde weiter getestet, welche Regionen des Promotors für die Transkription 
wichtig sind: Schon die Deletion der PGT-Box (siehe Abbildung 37) verringert die Trans-
kriptionsrate erheblich, während die AAG-Box für die Lichtinduzierbarkeit und die Aufrecht-
erhaltung eines zirkadianen Rhythmus (Thum et al. 2001) verantwortlich zeichnet. In „gel 
mobility-shift assays“ konnte eine Bindung der „repeats“ mit Protein in Chloroplastentrans-
kriptionsextrakten nachgewiesen werden. Ähnliches wurde mit dem Gerstenpromotor in 
einem cyanobakteriellen Expressionssystem mit lacZ als Reportergen gefunden (Christopher 
et al. 1999). Dabei wurde festgestellt, daß die PGT-Box eine Art Negativregulator darstellt, 
der durch Bindung eines Repressors die Transkription verhindert, wobei dies mit zu-
nehmender Blattentwicklung abnimmt, d.h. der Promotor ist in jungem Gewebe inaktiv. 
Durch Transformation des Gerste-psbD-Promotors mit uidA in Tabak, wo er einwandfrei 
funktionierte, konnte zusätzlich die –10 Box des „Core“-Promotors als wichtig identifiziert 
werden, wogegen die Deletion der –35 Box keinerlei Effekt hatte (Thum et al. 2001). Damit 
wurde die vorher durchgeführte detaillierte in vitro-Charakterisierung des Gerstenpromotors 
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Abbildung 37: Sequenz des verwendeten psbD-Promotors 
Gezeigt ist die amplifizierte Sequenz, die anstelle des ycf1-Promotors eingefügt wurde (siehe Kapitel 3.1.3). Die 
„Primer“-Bereiche, die nach Restriktion noch vorhanden waren, sind fett gedruckt. Die aktiven Promotor-
bereiche wurde eingerahmt (nach Thum et al. 2001), wobei die –35/-10 Promotorkonsensussequenzen dunkelrot 




Kürzlich wurde in Arabidopsis ein σ-Faktor, Sig5, für die Lichtabhängigkeit des psbD-
Promotors verantwortlich gemacht (Tsunoyama et al. 2002). Bei der Arbeit mit Arabidopsis-
Mutanten wurde der Repressor identifiziert (Christopher & Hoffer 1998) und entdeckt, daß im 
Wildtyp bei jungen Keimlingen zwar ein Transkript zu finden war, aber um einiges 
schwächer ausgeprägt als bei älteren Keimlingen, wo diesbezüglich ein analoger Unterschied 
zwischen Kotyledonen und älteren Blättern gefunden wurde. Im Gegensatz dazu scheint ycf1 
vor allem in jungem Gewebe benötigt zu werden, was in den Promotoraustauschmutanten am 
Anfang zu dem Wildtyp vergleichbaren Transkriptionsraten führen könnte. Erst im Laufe der 
Entwicklung sollte dann allmählich eine Überexpression stattfinden. So stammt das starke 
Ycf1-Fragment in der Westernanalyse mit einer Promotoraustauschmutante aus Blattmaterial 
einer sechs Wochen alten Pflanze (siehe Abbildung 13-B, PD), wohingegen in Keimlingen 
keine Expression nachgewiesen werden konnte. 
 
4.2 Diskussion zu ycf14 
 
4.2.1 MatK - ein plastidärer Spleißfaktor? 
 
Wie schon in Kapitel 1.4.4 kurz angedeutet, wird angenommen, daß es sich bei dem Gen-
produkt des ycf14-Gens – MatK (Expression nachgewiesen von du Jardin et al. 1994) – um 
einen plastidären Spleißfaktor handeln könnte (Vogel et al. 1997). Erster Hinweis war zu-
nächst die Homologie zur Domäne X einer Gruppe von Intronmaturasen. Üblicherweise be-
finden sich diese innerhalb des Introns, für dessen Spleißen sie auch verantwortlich sind; 
genauer gesagt bei einem Gruppe II Intron in dessen Domäne IV, einer Substruktur, der beim 
Spleißen keine führende Rolle zukommt (Mohr et al. 1993). Im Fall von ycf14 wäre das das 
Intron des trnK-Gens für die tRNALysUUU. Daß ycf14 allerdings auch in Epifagus virginiana 
vorkommt, wo es kein trnK-Gen und damit auch nicht dessen Intron gibt, deutet an, daß 
MatK entweder eine andere Funktion inne hat oder auch für das Spleißen anderer Introns mit-
verantwortlich ist (Ems et al.1995). Ein möglicher Hinweis darauf ist die Beobachtung, daß in 
der Ribosomen-defizienten Gerstenmutante albostrians, in der keine ycf14-Translation erfolgt 
(von Vogel et al. 1999 in einem „Western Blot“ bestätigt), das Spleißen aller Gruppe IIA 
Introns (atpF, rpl2, rps12 cis, trnA/I/K) inhibiert ist. Dies wird als Hinweis darauf gewertet, 
daß es nur einen plastidenkodierten plastidären Spleißfaktor zu geben scheint. Ebenso ist das 
Spleißen einiger Gruppe IIB Introns (ndhA, rps12 trans, trnG) etwas reduziert (Hess et al. 
1994-a, Hübschmann et al. 1996, Vogel et al. 1997 und 1999), was ein unspezifischer Neben-
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effekt sein könnte. Auffällig ist zudem, daß es nur in Arten, die kein ycf14-Gen besitzen, 
keine Gruppe IIA Introns gibt (Diatomeen, Rotalgen, Glaucocystophyten und Cyano-
bakterien, Thompson et al. 1995, Kowallik et al. 1995, Reith & Munholland 1995, Stirewalt 
et al. 1995, Kaneko et al. 1996). Außerdem wurde für MatK in vitro RNA-Bindeaktivität 
nachgewiesen (Liere & Link 1995). Ein in den Chloroplasten von Chlamydomonas einge-
führtes Tabakplastidenintron der Gruppe IIA (atpF) konnte nicht gespleißt werden; wahr-
scheinlich, weil ihm der plastideneigene Spleißfaktor MatK fehlte (Deshpande et al. 1995) - 
das inzwischen komplett sequenzierte Plastom von Chlamydomonas reinhardtii enthält kein 
ycf14-Gen (Simpson & Stern 2002). 
Interessant im Hinblick auf die Evolution von Intronmaturasen ist, daß die bekannten 
funktionellen Maturasen noch andere Elemente enthalten, die auf eine Verwandtschaft mit 
Retroelementen vom Typ „non-LTR (long terminal repeats)“ hinweisen. Auch im Fall von 
ycf14 gibt es neben der Domäne X noch einen Bereich schwächerer Homologie mit den 
Sequenzblocks V, VI und VII der reversen Transkriptase von Retroviren wie z.B. HIV (Mohr 
et al. 1993). In Hefe wurde durch Mutagenese verschiedener Bereiche des COXI-Introns 
gezeigt, daß die Domäne X allein für das Spleißen des Introns genügte (Moran et al. 1994). 
Mitochondriale Intronmaturasen weisen zudem Homologien zur viralen Protease, den 
Sequenzblocks I-IV der reversen Transkriptase und in einigen Fällen auch einer Zinkfinger-
domäne der Integrase von Retroviren auf (Mohr et al. 1993). Dies erklärt, warum die 
Verteilung von Intronmaturasen auf eine frühere Mobilität hinweist. In dem Bakterium 
Lactococcus lactis konnte gezeigt werden, wie ein Gruppe II-Intron mit Hilfe eines eigenen 
Genprodukts, das neben Maturaseaktivität noch reverse Transkriptase- und Endonuklease-
aktivität besitzt, in eine neue Genomposition integriert wurde; dieser Prozeß wird „retro-
homing“ genannt (Curcio & Belfort 1996, Cousineau et al. 2000).  
Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit konnten zeigen, daß ycf14 nicht bzw. nicht aus-
schließlich für das Spleißen des trnK-Introns verantwortlich ist, denn in diesem Fall hätten die 
Transformanden mit dem intronlosen trnK-Gen keinen Selektionsnachteil im Vergleich zum 
Wildtyp zeigen dürfen. Der Zusammenhang zwischen MatK und Spleißen muß jedoch noch 
bewiesen werden. Daß das Genprodukt von ycf14 eine wichtige Funktion inne hat, deutete 
aber schon eine Edierungsstelle in Mais und Gerste in einem hochkonservierten Kodon 
(Position 426) an (Vogel et al. 1997). Kommt eine Edierungsstelle in mehr als einer Spezies 
vor und stellt damit eine konservierte Position wieder her, kann man davon ausgehen, daß es 
sich um eine wichtige Aminosäure im späteren Translationsprodukt handelt (Maier et al. 
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1996). Die Tatsache, daß im Falle der ycf14-„knock-out“-Mutanten keine homo-
plastomischen Linien gewonnen werden konnten, unterstützt diese Annahme. 
Tabakpflanzen können im Gegensatz zu manch anderer Spezies (Raps – Zubko & Day 1998 
und 2002, Gerste – z.B. Hess 1994-b, Mais – z.B. Walbot & Coe 1979, Silhavy & Maliga 
1998) nicht ohne plastidäre Translation überleben (Zubko & Day 1998 und 2002). Geht man 
also davon aus, daß ycf14 auch für das Spleißen einiger Gene für ribosomale Untereinheiten 
und tRNAs verantwortlich ist, sind keine homoplastomischen Transformanden in Tabak zu 
erwarten. Die Erfahrungen mit „knock-out“-Experimenten plastidärer Gene haben gezeigt, 
daß auf Gene, die für die Photosynthese notwendig sind, bei Wachstum der Pflanzen auf dem 
in der Gewebekultur verwendeten Medium problemlos verzichtet werden kann (Bock et al. 
1999). Von den restlichen Genen des Plastoms haben sich nur zwei weitere (neben ycf14) als 
essentiell erwiesen: ycf1 und ycf2 (Drescher et al. 2000). Damit wäre es naheliegend 
anzunehmen, daß ycf14 nur in jenen Spezies essentiell ist, in denen plastidäre Translation 
gebraucht wird, um die Produkte der essentiellen Gene ycf1 und ycf2 zu synthetisieren. In den 
Gräsern Gerste und Mais, von denen ribosomendefiziente Mutanten bekannt sind (z.B. Hess 
1994-b), gibt es die beiden Gene ycf1 und ycf2 nicht im Plastom, damit bleiben keine 
essentiellen Gene (außer ycf14) mehr übrig, um die plastidäre Translation unerläßlich zu 
machen. Die Situation in Raps stellt sich allerdings etwas komplizierter dar. Bei diesem nahen 
Verwandten von Arabidopsis wurden Pflanzen mit defekten Ribosomen generiert, die nicht 
nur lebensfähig waren, sondern auch noch die defekten Ribosomen weitervererbten (Zubko & 
Day 1998 und 2002). Nun sind Sequenzinformationen zum Plastidenchromosom von Raps 
nur spärlich zu finden, lediglich ein kleiner Teil von ycf2 wurde veröffentlicht (Blast, 
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/blast), so daß nicht klar ist, ob das Gen komplett und funktionell 
vorliegt. Bei dem Versuch, das ycf1-Gen zu sequenzieren (Helena Funk, persönliche Mit-
teilung), wurde bisher vom trnN-Gen ausgehend ca. 1.000 Bp in das ycf1-Gen hineingelesen, 
wobei sich lediglich 1 % der Basen von der Arabidopsis-Sequenz unterschieden. Es ist daher 
anzunehmen, daß Raps wie Arabidopsis über ein funktionelles ycf1-Gen verfügt. Natürlich ist 
es denkbar, daß sich Raps gerade auf einer Zwischenstufe befindet, in der ycf1 und ycf2 
bereits im Kerngenom etabliert, aber noch nicht aus dem Plastom entfernt wurden, so daß bei 
Fehlen der plastidären Translation die entsprechenden Proteine aus dem Nukleus den Ausfall 
der plastidären kompensieren könnten. Eine eingehendere Untersuchung des Rapsgenoms 
könnte Belege für diese These erbringen. 
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Diskussionen zur RNA-Edierung 
 
4.2.2 Diskussion der ndhG-Edierungstelle 
 
Da eine Edierungstelle außerhalb eines Gens etwas sehr Ungewöhnliches ist – bisher nur ein 
weiteres Mal im Fall des psbJ-Gens von Ginkgo biloba beobachtet (Kudla & Bock 1999) – 
stellt sich die Frage nach ihrer Funktion. Im folgenden sind daher eine Reihe möglicher Er-
klärungen aufgelistet: 
 
1. Unfall: In nur einem einzigen Fall wurde eine scheinbar sinnlose Edierungsstelle be-
schrieben: die Edierung einer dritten Kodonposition, die keine Änderung der Amino-
säuresequenz zur Folge hat (Hirose et al. 1996). Dieser scheinbare Unfall erwies sich 
allerdings als speziesspezifisch, wobei im beschriebenen Beispiel mehrere Arten betroffen 
sind. Das spricht gegen einen Unfall, da er im Laufe der Evolution Zeit gehabt hätte, 
korrigiert statt konserviert zu werden. Es ist daher unwahrscheinlich, daß dem Phänomen 
keine Bedeutung zukommt. Abgesehen davon könnte im oben genannten Beispiel eine 
Feinregulierung erzielt werden, wenn unterschiedlich häufige tRNAs in der Translation 
zweier differierender Kodons für die gleiche Aminosäure zum Einsatz kämen. Es ist daher 
immer heikel, beobachtete Phänomene, für die zunächst keine Erklärung gefunden werden 
kann, als sinnlos abzutun. 
 
2. Erkennungssequenz einer anderen Edierungsstelle: Es ist denkbar, daß die flankierende 
Sequenz der im Zuge dieser Arbeit untersuchten Edierungsstelle der Umgebung einer 
anderen Edierungsstelle ähnelt und spezifische trans-Faktoren damit interagieren könnten. 
Ein Vergleich der umliegenden Sequenzbereiche (± 40 Bp) sämtlicher bekannter Mais-
edierungsstellen konnte dies allerdings nicht bestätigen. Man könnte höchstens von einer 
mitochondrialen Stelle ausgehen, da es denkbar wäre, daß ein für eine homologe Sequenz 
im Chondriom spezifischer Edierungsfaktor ein Transitpeptid für Plastiden erhalten haben 
könnte. Da die meisten kultivierten Gräser auch in ihrem Kerngenom polyploid sind oder 
dieses zumindest polyploider Herkunft ist (Soltis & Soltis 1995, Wendel 2000), liegen 
dort eine Reihe von Genen in mehreren Kopien vor. Genduplikationen haben oft eine 
Veränderung der Genfunktion oder des Wirkortes innerhalb der Zelle zur Folge, wobei 
mitunter aber auch lediglich eine Genkopie deletiert oder zum Pseudogen degradiert wird 
(Wendel 2000). Die Analyse des Arabidopsis thaliana-Kerngenoms zeigte die 
Diskussion 122 
Spezifiziätsänderung der duplizierten RAR(„repair and recombination“)-Gene und die 
Evolution neuer Funktionen bei zwei von fünf Photolyasehomologen, die nun als Blau-
lichtrezeptoren fungieren (Arabidopsis Genome Initiative 2000, Hoffman et al. 1996). 
Auch das in Kapitel 1.4.3 erwähnte „double targeting“ der NEP-Polymerasen vom 
Phagentyp (Hedtke et al. 2000) und einer Histidyl-tRNA-Synthetase (Akashi et al. 1998) 
beweist die Möglichkeit eines solchen Szenarios. 
 
3. Veränderung der Sekundärstruktur: Im oben erwähnten Fall des psbJ-Gens von Ginkgo 
biloba befindet sich die Edierungsstelle in unmittelbarer Nähe zur Shine-Dalgarno-
Sequenz (17 Bp stromaufwärts), so daß eine Veränderung der mRNA-Sekundärstruktur 
durch Edierung die Bindung der Ribosomen beeinflussen könnte (Kudla & Bock 1999). 
Es wird angenommen, daß in Plastiden (wie in Bakterien) die Bindung der Ribosomen 
stabilisierend auf Transkripte wirkt (Gruissem & Tonkyn 1993). Dies ist auch im Fall der 
ndhG-UTR denkbar, nur 10 Bp vor dem Start eines Gens ist mit wichtigen Regulations-
funktionen zu rechnen. Eine bestimmte Sekundärstruktur könnte zur Bindung der Ribo-
somen, eines mRNA-Stabilitätsfaktors oder zur Gewährleistung einer erfolgreichen Trans-
lation benötigter trans-Faktoren erforderlich sein (Eibl et al. 1999). 
Verschiedene Beispiele belegen, daß die 5'-UTR eines Gens eine entscheidende Rolle bei 
der mRNA-Stabilität spielen kann. So konnte z.B. in Chlamydomonas reinhardtii gezeigt 
werden, daß vor dem psbD-Gen ein 74 Bp großer Bereich, der ein 47 kDa-Protein binden 
konnte, benötigt wird, um zu verhindern, daß die mRNA instabil wird (Nickelsen et al. 
1994). In Transformationsexperimenten, in denen die 5'-UTR des psbA-Gens mit dem 
uidA-Gen fusioniert wurde, gab es lichtabhängige uidA-Transkription (Staub & Maliga 
1994). Als die 5'-UTR des rbcL-Gens verwendet wurde, um das Markergen uidA zu 
stabilisieren, wurden zusätzlich 257 Bp des rbcL-Gens hierfür benötigt (Salvador et al. 
1993). Auch die Chlamydomonas 5'-UTR von petD wurde mit uidA fusioniert und erwies 
sich als ausreichend für die Expression seines Genprodukts GUS (Sakamoto et al. 1994). 
In verschiedenen Ansätzen wurde diese 5'-UTR daraufhin deletiert, woraufhin in manchen 
Fällen die uidA-mRNA instabil wurde. In anderen Fällen wurde andererseits bei stabiler 
mRNA die Translatierbarkeit beeinträchtigt, obwohl die Shine-Dalgarno(SD)-ähnliche 
Sequenz intakt geblieben war. Das erinnert an die 5'-UTR des Chlamydomonas rps7-
Gens, wo es zwar keine SD-ähnliche Sequenz gibt, aber die Bindung des eigenen 
Genprodukts, des S7-Proteins der kleinen ribosomalen Untereinheit, für die Translation 
benötigt wird (Fargo et al. 2001). Mutationen, die die Bindung durch Veränderung der 
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mRNA-Sekundärstruktur verhinderten, verursachten eine mRNA-Akkumulation, die nicht 
translatiert werden konnte. Desweiteren wurden dazu Suppressormutationen gefunden, die 
die Sekundärstruktur und damit die Translatierbarkeit wieder herstellen konnten. Die 
Bindung von trans-Faktoren an eine 5‘-UTR wurde auch im Falle des clpP-Gens von 
Tabak nachgewiesen, wo durch Vermehrung der clpP-5‘-UTR nach Chloroplasten-
transformation viele Kopien der 5‘-UTR in Konkurrenz zueinander traten, was zu einer 
Verringerung der ClpP-Proteinmenge führte (Kuroda & Maliga 2002). Für diese Be-
obachtung ist die Bindung eines Faktors die wahrscheinlichste Erklärung.  
Um zu überprüfen, ob ähnliches in dem in dieser Arbeit untersuchten Fall zutreffen 
könnte, wurde die Sekundärstruktur der Sequenz im edierten und unedierten Zustand in 
silico vorhergesagt („RNAfold“-Algorithmus), wo tatsächlich unterschiedliche Sekundär-
strukturen gefunden wurden (siehe Abbildung 38). Bei Sorghum bicolor, bei dem, wie 
oben gezeigt, das Cytidin nicht ediert wird, ist, durch eine Sequenzdifferenz im Vergleich 
zu den anderen Gräsern 25 Bp stromaufwärts (siehe Abbildung 24), eine strukturelle 
Kompensation denkbar. Sorghum bicolor zeigt dort ein Thymidin, während alle anderen 
Gräser an dieser Stelle ein Adenosin besitzen. Es gibt ein Beispiel für eine Edierungs-
stelle, die durch eine Punktmutation in 20 Bp Entfernung inhibiert wird (Reed et al. 
2001), so daß auch hier mit einem Zusammenhang zu rechnen ist. Es ist daher gut 
möglich, daß durch Edierung in der ndhG-5‘-UTR die für die Bindung eines wichtigen 






Abbildung 38: Mögliche mRNA-Sekundärstrukturen vor dem ndhG-5‘-Bereich von Mais 
Gezeigt wird, wie sich die Struktur durch RNA-Edierung verändern könnte (in Klammern die Stabilität der 
jeweiligen Struktur).  
Die Edierungsstelle ist durch einen Pfeil gekennzeichnet, das AUG-Startkodon des ndhG-Gens eingerahmt. 
 
 
4. Edierung als Prozessierungsregulator: Edierung der ndhG-5'-UTR könnte Voraussetzung 
für korrektes Prozessieren der mRNA sein. Ebenso kann das Prozessieren poly-
zistronischer Transkripte in monozistronische wiederum für die Translation unerläßlich 
sein, wie im Beispiel der Tabakgene psaC und ndhD, die erst nach dem Schnitt im inter-
zistronischen Bereich translatiert werden können (Hirose & Sugiura 1997). In Gerste 
wurde ein alternativer Schnitt der 5'-UTR des rbcL-Gens mit Methyljasmonat induziert, 
was zur Folge hatte, daß im Fall der längeren 5'-UTR trotz praktisch konstanten Trans-
kriptmengen die Translation von rbcL zum Erliegen kam (Reinbothe et al. 1993). Ebenso 
wurden Kernmutanten von Mais gefunden, wo zwischen petB und petD nicht mehr pro-
zessiert werden konnte, und auch hier war die Translation beider Gene blockiert (Barkan 
et al. 1994). Bisher konnte aber nicht gezeigt werden, daß zwischen ndhI und ndhG 
überhaupt prozessiert wird (Del Campo 2000 und 2002). Es ist also reine Spekulation, an-
zunehmen, dazu könnte vorherige RNA-Edierung wichtig sein. 
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5. Kleines Peptid: Betrachtet man die Sequenzumgebung der Edierungsstelle in Mais und 
den anderen Gräsern, findet man die Möglichkeit eines kleinen Leserasters, dessen Stopp-
kodon mit dem ndhG-Startkodon durch Rasterverschiebung ein Adenosin teilt (siehe 
Abbildung 24). Es wäre denkbar, daß es sich dabei um ein kurzes Exon handelt, wie es 
z.B. vom Exon 1 des petB-Gens (6 Bp) oder vom Exon 1 des petD-Gens (8 Bp) von Mais 
bekannt ist (Barkan 1988). Das Stoppkodon und das Fehlen typischer Intron-Exon-Grenz-
motive, wobei trans-Spleißen in Plastiden bisher nur in Chlamydomonas (Rivier et al. 
2000) und Marchantia (Kohchi et al. 1988) beobachtet wurde, lassen ein kurzes ORF 
(offenes Leseraster) wahrscheinlicher erscheinen. Dieses putative 12 Aminosäuren lange 
Peptid (PEP12) ist bei den getesteten Gräsern mit Ausnahme von Sorghum bicolor hoch-
konserviert, das ein Stoppkodon an zweiter Position zeigt (siehe Abbildung 27). Auf-
fälligerweise ist dies auch die einzige Art, die trotz Cytidin an der entsprechenden 
Position nicht ediert (siehe oben). In allen anderen Fällen würde RNA-Edierung das 
Kodon für Serin in das für Phenylalanin zurückverwandeln (siehe Abbildung 27-a). Bei 
E.coli wurde ein sogenanntes „Leader“-Peptid von 14 Aminosäuren Länge vor dem trp-
Operon beschrieben, welches in die Regulierung der Attenuation involviert ist (Yanofsky 
2000). Da aber die typische RNA-Struktur, die für den Prozess der Attenuation in 
Bakterien vonnöten ist, im Fall des ndhG-„Leaders“ nicht gewährleistet ist, ist eine ver-
gleichbare Funktion sehr unwahrscheinlich. Es wurde aber eine Reihe von kleinen 
Peptiden bei Pflanzen beschrieben (zusammengefaßt bei Basrai et al. 1997, Überblick bei 
Bisseling 1999 oder Schaller 1999), die nicht aus größeren „Precursor“-Proteinen abge-
spalten werden, sondern schon als kleines Leseraster vorliegen, wie z.B. das Dekapeptid 
Labaditin in Jatropha multifida (Kosasi et al. 1989) oder das 12 Aminosäuren lange 
Enod40 in Sesbania rostrata (Corich et al. 1998), welches wichtige Funktionen als 
Signalpeptid beim Wachstum, bei der Zellteilung und der Differenzierung inne hat (van 
de Sande et al. 1996, Charon et al. 1997 und 1999). 
In den Westernexperimenten, die zum Nachweis der Existenz des putativen PEP12 unter-
nommen wurden, konnte das Peptid in vivo nicht dargestellt werden (siehe Abbildung 
28). Das schließt aber nicht aus, daß es exprimiert wird, da man bei einem derart kleinen 
Molekül davon ausgehen muß, daß es in den üblicherweise eingesetzten Proteinmengen 
nicht nachweisbar ist. Vergleicht man die Situation mit anderen Beispielen für kleine 
Peptide, erscheint dies gut möglich: Für die Isolation von Systemin mußten 28 kg 
Tomatenblattmaterial eingesetzt werden, um 1 µg Peptid anzureichern (Marx 1996). 
Abgesehen davon kann die Expression des Peptids auf bestimmte Gewebe oder 
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Entwicklungsphasen beschränkt sein und in den üblicherweise eingesetzten Blättern 
fehlen. Daher ist trotz fehlender Detektion diese Möglichkeit nicht auszuschließen. 
 
 
4.2.2.1 Diskussion Shine-Dalgarno-Sequenz 
 
 
Shine-Dalgarno(SD)-ähnliche Sequenzen vor Plastidengenen sind, sofern vorhanden, 
variabler, was die Lokalisation, Größe und Sequenz angeht, als bakterielle Shine-Dalgarno-
Sequenzen (Ruf & Kössel 1988, Bonham-Smith & Bourque 1989). Aus dem „Alignment“ des 
ndhG-„Leader“-Bereichs (siehe Abbildung 24) ist ersichtlich, daß die mutmaßliche plastidäre 
Ribosomenbindestelle mit wenigen Punktmutationen aus dem cyanobakteriellen Vorläufer 
entstanden ist. Natürlich könnte sie damit ihre Funktion verloren haben, was z.B. Sugiura      
et al. (1998) vorschlagen. Mutationen der SD-ähnlichen Sequenz des petD-Gens von Chlamy-
domonas reinhardtii z.B. behinderten die Translation nicht (Sakamoto et al. 1994). Ebenso 
zeigten Mutationen vor dem atpH-Gen von Euglena gracilis kaum Effekte auf die in vitro-
Translationsinitiation (Betts & Spremulli 1994). Hirose und Sugiura fanden (1996) drei 
potentielle Ribosomenbindestellen in der 5'-UTR des psbA-Gens von Tabak, von denen eine 
vom SD-ähnlichen Typ war; jedoch konnte nur für die beiden anderen in vitro gezeigt 
werden, daß sie für die Translation von Bedeutung waren. In verschiedenen Ansätzen wurden 
5'-UTRs von vier verschiedenen Chlamydomonas reinhardtii-Genen (atpB, atpE, rps4 und 
rps7) mit aadA und uidA fusioniert. Nach Mutation der SD-ähnlichen Sequenzen konnte in 
den transformierten Chloroplasten kein negativer Effekt auf die Translation der Reportergene 
festgestellt werden (Fargo et al. 1998).  
Trotzdem liegt die SD-ähnliche Sequenz hochkonserviert in allen Plastomen vor, und es gibt 
auch Gegenbeispiele, die eine essentielle Funktion vermuten lassen: Deletion der SD-ähn-
lichen Sequenz in der psbA-5'-UTR von Chlamydomonas hemmte die Translation (Mayfield 
et al. 1994), und auch die Translation der Tabak-rps14-mRNA ist in einem in vitro-Trans-
lationssystem von dieser Sequenz abhängig (Hirose et al. 1998), ebenso wie die der Gene 
rbcL und atpE (Sugiura et al. 1998).  
Da sich kein einheitliches Bild zeigt, muß man davon ausgehen, daß die Funktion der SD-
ähnlichen Sequenz in einigen Fällen durch andere Bereiche ersetzt wurde, während sie in 
anderen Fällen noch funktionell zu sein scheint. Die Ergebnisse der Sequenzierung ver-
schiedener Vertreter von 7 Monokotyledonenordnungen bestätigen, daß die Shine-Dalgarno-
ähnliche Sequenz auch im Falle des ndhG-Gens hochkonserviert vorliegt. 
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4.2.3 Diskussion der Maismutanten 
 
 
Die Entwicklung der Partikelkanone im Jahr 1987 (Klein et al. 1987) ermöglichte es, Tabak-
plastiden gezielt genetisch zu verändern (Svab et al. 1990, Staub & Maliga 1992, Maliga       
et al. 1993 und 1994). So gelang es, mittels reverser Genetik die Funktionen der meisten 
offenen Leseraster aufzuklären (unter anderen ycf3 – Ruf et al. 1997, ycf6 – Hager et al. 1999, 
ycf9 – Ruf et al. 2000 und Swiatek et al. 2001). Inzwischen ist es sogar gelungen, diese 
Methode für zwei weitere Landpflanzenspezies zu etablieren: Die Kartoffel (Sidorov et al. 
1999) und die Tomate (Ruf et al. 2001). Da es im Plastidengenom bisher keinen Kandidaten 
für einen möglichen Edierungsfaktor gibt, und kaum noch offene Leseraster als mögliche 
Kandidaten zur Verfügung stehen, lag die Vermutung nahe, von kernkodierten Faktoren 
ausgehen zu müssen. Dabei wird es sowohl allgemeine als auch spezifische Faktoren geben, 
was das im Zuge der vorliegenden Arbeit gezeigte Beispiel bestätigt, wo nicht alle Edierungs-
stellen des Plastoms durch eine Kernmutation beeinträchtigt werden (siehe Tabelle 11).  
 
Schon früher wurden kernkodierte Edierungsfaktoren postuliert. So wurde RNA-Edierung un-
abhängig von der plastidären Translation gefunden: In der Ribosomen-defizienten Gersten-
mutanten albostrians (Zeltz et al. 1993) und in durch Spectinomycin gehemmten Tabak-
chloroplasten (Karcher & Bock 1998). Eine Edierungsstelle aus Spinat (psbL) konnte im 
Kernhintergrund von Tabak nicht ediert werden (Bock et al. 1994), ebenso erging es einer 
Edierungsstelle aus Mais (rpoB-IV, Reed & Hanson 1997). Eine andere Maisedierungsstelle 
(rpoB-I) trat in Konkurrenz zur bereits in Tabak vorhandenen und verringerte die Edierungs-
rate (Reed & Hanson 1997). Ebenso kann das Vorhandensein mehrerer Kopien der selben 
Edierungsstelle zur Limitierung der trans-Faktoren führen, was im Fall der Stelle im psbL-
Gen getestet wurde (Chaudhuri et al. 1995). Diese Stelle wurde später ausführlicher unter-
sucht (Bock & Koop 1997): Tabakprotoplasten der Mutantenlinien wurden mit Spinatproto-
plasten fusioniert, wodurch die Edierungskapazität aber nur bis zu 25 % wieder hergestellt 
werden konnte, was wahrscheinlich auf die Konkurrenz der vorhandenen Spinatchloroplasten 
zurückzuführen ist, deren Importmaschinerie möglicherweise den den Tabakchloroplasten 
fremden Faktor zuverlässiger befördert. 
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Überraschende Ergebnisse lieferte eine weitere Spinatedierungsstelle (ndhA), die ins Tabak-
plastom integriert wurde: Die Edierungsstelle, die im Tabakplastom sonst nicht vorhanden ist, 
kann in diesem Beispiel ediert werden. Im Fall des allotetraploiden Tabaks sind nämlich vom 
„Vater“ Nicotiana tomentosiformis noch trans-Faktoren für Edierungsstellen vorhanden, die 
von den Plastiden, die von der „Mutter“ Nicotiana sylvestris abstammen, nicht mehr benötigt 
werden (Schmitz-Linneweber et al. 2001-b). 
 
Die Untersuchungen an den Mutator-induzierten Maismutanten sollten dazu führen, einen 
solchen spezifischen, kernkodierten, plastidären Edierungsfaktor zu isolieren und zu 
charakterisieren. Alle Mutantensamen vom Typ C34-1/-4, die ausgesät wurden, zeigten aber 
keine wie für ein Kerngen zu erwartende, mendelnde Vererbung, was es leider unmöglich 
machte, ein verantwortliches Gen zu lokalisieren. So erbrachten die Versuche zwar einen 








Im Laufe der Evolution vom Cyanobakterium zur Plastide war die auffälligste Veränderung, 
abgesehen von der Morphologie, die drastische Reduktion der Genomkapazität: Von durch-
schnittlich ca. 3.500 Genen bei frei lebenden Cyanobakterien sind nur noch um die 110 (200 – 
300 bei manchen Algen) erhalten geblieben (Martin & Herrmann 1998, Martin et al. 1998, 
Simpson & Stern 2002). 
Entgegen dem Verlusttrend gibt es allerdings eine Reihe neuer Eigenschaften, die wahr-
scheinlich im Laufe der Plastidenevolution hinzu gewonnen wurden: RNA-Edierung, Ver-
breitung von Introns, die nukleär kodierte RNA-Polymerase der Plastiden (NEP) und einige 
wenige Gene unbekannter Herkunft (ycf1/2/14/15). 
Mittels reverser Genetik gelang es, die Funktionen der meisten plastidären, offenen Leseraster 
aufzuklären (unter anderen ycf3 – Ruf et al. 1997, ycf6 – Hager et al. 1999, ycf9 - Ruf et al. 
2000 und Swiatek et al. 2001). Bemerkenswerterweise sind gerade die oben erwähnten Gene 
(ycf1/2/14/15) bei Prokaryoten bislang nicht nachgewiesen. 
Im Laufe der vorliegenden Arbeit wurden Untersuchungen bezüglich zwei dieser wahr-
scheinlich im Lauf der Plastidenevolution neu hinzu gekommenen Gene unternommen: ycf1 
und ycf14. 
Ein „knock-out“-Ansatz des extrem schwach exprimierten ycf1 im Vorfeld der vorliegenden 
Arbeit erbrachte schon sehr früh ein stabiles Gleichgewicht zwischen Wildtyp- und trans-
formiertem Genom, was auch auf nicht-selektivem Medium nicht zu entmischen war. Daher 
mußte davon ausgegangen werden, daß es sich bei ycf1 um ein essentielles Gen handelt 
(Drescher et al. 2000). Da mit der Strategie der reversen Genetik neben der Beobachtung 
kleiner morphologischer Veränderungen (Kapitel 3.1.2) und ungewöhnlichen Genomgrößen 
in der PFGE (Kapitel 3.1.4) keine weiteren Erkenntnisse gewonnen werden konnten, wurde 
im Zuge der vorliegenden Arbeit der ycf1-Promotor durch den stark exprimierenden und 
durch Blaulicht induzierten psbD-Promotor ausgetauscht. Eine so erzwungene Über-
expression von ycf1 zeigte allerdings keinen Effekt. 
Parallel dazu wurde ein Stück des ycf1-Gens in E.coli überexprimiert, um ein Antiserum 
gegen Ycf1 zu erhalten. Mit Hilfe dieses Serums konnte zum einen gezeigt werden, daß sich 
die schwache Genexpression auch im Proteingehalt widerspiegelt, wobei in jungem Gewebe 
ein etwas höherer Level, sowohl auf RNA- als auch Proteinebene, beobachtet werden konnte. 
Zusammen mit den Daten aus der PFGE unterstützte dies letztendlich die Annahme, Ycf1 
könnte bei der Plastidenreplikation eine Rolle spielen (siehe Kapitel 4.1.2). 
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Das ycf14-Gen befindet sich im Intron des trnK-Gens und weist Homologie zu mito-
chondrialen Intronmaturasen auf. Der in der vorliegenden Arbeit vorgestellte „knock-out“-
Ansatz stellte in diesem Spezialfall das Entfernen des kompletten trnK-Introns dar. Wäre 
ycf14 lediglich für das Spleißen des eigenen Introns vonnöten, wären problemlos Trans-
formanten zu erhalten. Da aber keine homoplastomischen Linien gewonnen werden konnten, 
muß davon ausgegangen werden, daß das ycf14-Gen eine andere bzw. weitere essentielle 
Funktion inne hat (siehe Kapitel 4.2.1). 
Als Beitrag zur Erforschung der ebenfalls evolutionär recht neuen RNA-Edierung wurde eine 
Edierungsstelle im nichtkodierenden Bereich vor dem ndhG-Gen einiger Monokotyledonen 
phylogenetisch untersucht und mit Hilfe von Transposon-induzierten Maismutanten nach 
nukleär kodierter Edierungsfaktoren gesucht. 
Da eine Edierungstelle außerhalb eines Gens, wie die im Laufe der vorliegenden Arbeit unter-
suchte (im 5’-UTR des ndhG-Gens), etwas sehr Ungewöhnliches ist – bisher nur ein weiteres 
Mal im Fall des psbJ-Gens von Ginkgo biloba beobachtet (Kudla & Bock 1999) – wurde, 
nachdem ihre Entstehung im Stammbaum der Monokotyledonen eingeordnet worden war, 
ihre mögliche Funktion ausführlich diskutiert (siehe Kapitel 4.2.2). Beim Sequenzvergleich 
fiel auf, daß die konservierte Sequenz bei den Gräsern unmittelbar vor dem ndhG-Gen, für ein 
kurzes Peptid (PEP12) kodieren könnte. Im Zuge dieser Arbeit wurde daher mit einer Reihe 
von Westernanalysen versucht, das Peptid in vivo nachzuweisen. Daß es tatsächlich ex-
primiert wird, konnte allerdings nicht dargestellt werden. Da man beispielsweise bei einem 
Signalpeptid davon ausgehen muß, daß es möglicherweise in den üblicherweise eingesetzten 
Proteinmengen nicht nachweisbar ist, konnte die Existenz des Peptids damit jedoch auch nicht 
ausgeschlossen werden. 
In einigen Linien von durch das Mutator-Transposon induzierten Maismutanten war das 
Fehlen von Edierung der Edierungsstelle des petB-Gens beobachtet worden. Im Laufe der 
vorliegenden Arbeit wurden eine Reihe von Aussaaten auf Edierungsrate und Fluoreszenz-
verhalten hin getestet. In Einzelfällen wurden zusätzlich Auswirkungen auf das Trans-
kriptionsmuster und andere Edierungsstellen untersucht. Die ausgesäten Linien zeigten aller-
dings keine wie für ein Kerngen zu erwartende, mendelnde Vererbung, was es leider un-
möglich machte, ein verantwortliches Gen zu lokalisieren. So erbrachten die Versuche zwar 
einen weiteren Hinweis auf das Vorhandensein kernkodierter spezifischer Edierungsfaktoren, 
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